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1  Einleitung 
 
 
  Die künstliche Besamung (KB) und die spermatologische Parameter haben nicht nur in der 
Säugetier- sondern auch in der Vogelmedizin bedeutende Stellenwerte erreicht. Seit langem ist in 
der Nutzgeflügelhaltung die Zucht der modernen Mastpute nicht mehr ohne die KB denkbar 
(SCHRAMM u. PINGEL 1991). Über diese rein wirtschaftlichen Aspekte hinaus hat die 
instrumentelle Samenübertragung eine wichtige Rolle im Bereich der Fortpflanzung von 
Wildvögeln übernommen. So konnte die Anwendung der KB bei Greifvögeln im Verlauf der 
letzten 20 - 30 Jahren dazu beitragen, dass sich die Populationen einiger besonders bedrohter 
Arten, wie z. B. des Wanderfalken (Falco perigrinus), wieder erholt haben (HEIDENREICH 1996). 
Dennoch treten nicht nur in der Fortpflanzung des Nutzgeflügels und bei bedrohten 
Wildvogelarten sondern auch bei unseren beliebtesten Ziervögeln - den Papageien - regelmäßig 
Probleme auf. Oftmals werden in der tierärztlichen Praxis „Zuchtpaare“ zur Untersuchung 
vorgestellt, die nach dem Tretakt nur unbefruchtete Eier legen. Infolge fehlender 
Beurteilungskriterien konnte die Fruchtbarkeit dieser Tiere in den meisten Fällen nur 
unzulänglich eingeschätzt werden.  
  Obwohl mit der starken Zunahme der Ziervogelhaltung Fertilitätskriterien eine immer 
wichtigere Rolle spielen sollten, gibt es bis heute nur wenige Studien, die sich mit der Lagerung 
und Übertragung oder auch nur mit der Gewinnung und Beurteilung von Spermien bei 
Papageienvögeln beschäftigen. So erarbeiteten SAMOUR et al. (1986a+b, 1988a+b) einige 
Spermacharakteristika des Wellensittichs (Melopsittacus undulatus). BROCK (1991) bestimmte nicht 
nur spermatologische Parameter an der Haitiamazone (Amazona ventralis), sondern führte bei 
dieser Art auch die KB durch. Trotz dieser ersten Ergebnisse fehlt für die Ordnung der 
Psittaciformes nach wie vor eine reproduzierbare Methode der Spermiengewinnung ebenso wie eine 
darauf basierende systematische Untersuchung der Spermadaten und deren beeinflussende 
Faktoren. Als Grundlage fehlt in diesem Zusammenhang ferner ein standardisierter 
spermatologischer Untersuchungsgang, der die Besonderheiten des Papageienspermas 
berücksichtigt. 
  In der vorliegenden Arbeit wird der Wellensittich in seinen beiden Zuchtformen 
(Vermehrungszucht- und Schauwellensittich) als wissenschaftliches Modell für die Gruppe der 
Papageienartigen eingesetzt werden. Zunächst ist die Zielsetzung eine reproduzierbare Methode 
der Spermagewinnung an dieser Papageienart zu erarbeiten. Darauf aufbauend soll für das 
gewonnene Sperma ein praxisgerechter Untersuchungsgang entwickelt werden. Dieser 
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Untersuchungsgang soll zunächst die Parameter Farbe, Ejakulatvolumen, Spermien-
konzentration, Spermienmotilität, Lebend- Rate und den pH-Wert beinhalten. Unter Anwendung 
dieser Techniken könnten anschließend Spermiogramme für beide Zuchtformen des 
Wellensittichs erstellt werden. Neben der Rasse soll zusätzlich der Einfluss der Absampause auf 
diese Parameter ermittelt werden. Über diese üblichen Spermadaten hinaus sollen erstmalig bei 
einem Ziervogel Formabweichungen der Spermienäthologie untersucht werden.  
  Beabsichtigt ist eine mögliche praktische Anwendung der dabei gewonnenen Erkenntnisse im 
letzten Teil der Arbeit vorzustellen. Nach fast 50 Jahren routinemäßiger Anwendung der 
endoskopischen Geschlechtsbestimmung in der Veterinärmedizin fehlen bis heute noch konkrete 
Beurteilungskriterien für die Aktivität der Gonaden bei männlichen Vögeln. Daher ist eine 
weitere Zielsetzung, aktuelle spermatologische Parameter als Maß der Spermaproduktion 
endoskopischen Befunden gegenüberzustellen und daraus Bewertungskriterien für die 
Gonadenaktivität zu erarbeiten. 
  Die in dieser Arbeit entwickelten Methoden und Erkenntnisse können daraufhin zunächst auf 
wenige andere, leicht zugängliche Psittaciformes übertragen werden. Durch die erneute 
Übertragung der dadurch gewonnenen Ergebnisse könnte ein wichtiges Hilfsmittel in der Zucht 
der meisten – auch bedrohten - Arten gewonnen werden. Bei den verschiedenen Papageien ließe 
sich dann die Fruchtbarkeit der männlichen Tiere auf der Basis der spermatologischen Befunde 
oder ergänzend durch die endoskopische Untersuchung beurteilen. 
  Ferner ist wünschenswert, dass sich aufgrund der Erfahrungswerte, die aus der regelmäßigen 
Untersuchung und Gewinnung des Spermas resultieren, der Anstoß zur künstlichen Besamung 
ergibt. Die instrumentelle Samenübertragung könnte dann dieselbe Bedeutung im 
Papageienschutz erreichen, den sie es schon länger im Greifvogelschutz hat.  
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2  Literaturübersicht 
 
2. 1  Beschreibung der Ordnung der Papageienartigen (Psittaciformes) 
 
2.1. 1  Gemeinsamkeiten der Arten der Ordnung der Psittaciformes 
 
  Die bekannten, je nach Literatur, 327 (KOLAR 1982), 341 (WOLTERS 1982), 352 (JUNIPER u. 
PARR 1998) oder sogar 353 (HOYO et al. 1997) Arten der Papageienvögel (Psittaciformes) sind durch 
eine Reihe von Gemeinsamkeiten verbunden. 
  Das auffälligste Merkmal ist der „Krummschnabel“, der bei den meisten Papageien neben der 
Nahrungsaufnahme auch beim Klettern wichtig ist (KOLAR 1982). Der kurze aber sehr hohe 
Schnabel hat eine breite Basis. Der Unterschnabel wird von dem höheren, sehr stark gebogenen 
Oberschnabel überragt (HOYO et al. 1997). An der Unterseite des Oberschnabels sind Feilkerben 
vorhanden. Für die vielfältigen Aufgaben ist die Beweglichkeit des Schnabels gut ausgebildet, 
dazu ist der Oberschnabel durch ein eigenes Gelenk mit dem Hirnschädel verbunden. Zusätzlich 
ist der Unterschnabel schlittenförmig vor- und rückwärts beweglich (KOLAR 1982). Die Zunge 
ist kurz (JUNIPER u. PARR 1998) aber komplex muskulös aufgebaut. Fast alle Papageienarten 
haben als Anpassung an die Nahrung, die zumeist aus Samen besteht, einen schlauchförmigen 
Drüsenmagen, auf den ein ausgesprochen kräftiger Muskelmagen folgt. Eine Ausnahme bilden 
hiervon nur die nektar- und pollenfressenden Loris (Fam. Loriinae), denen die kräftige Muskulatur 
des Muskelmagens fehlt (HOYO et al. 1997).  
  An den kurzen Ständern sind die erste und die vierte Zehe rückwärts gestellt und wirken so den 
beiden mittleren Zehen entgegen. Mit der Unterstützung des Schnabels ermöglicht diese Stellung 
der Zehen sowohl das sichere Klettern im Geäst, wie auch das Greifen und Heben von Nahrung 
(KOLAR 1982, LANTERMANN 1999a). 
  Bei den meisten Arten der Ordnung fehlt ein ausgeprägter Geschlechtsdimorphismus, der sich, 
wenn vorhanden, zumeist nur in der Befiederung zeigt. (JUNIPER u. PARR 1998). Regelmäßig sind 
die Männchen, allerdings geringfügig, größer und schwerer als die weiblichen Tiere (HOYO et al. 
1997). Fast ausnahmslos haben Papageien ein sehr ausgeprägtes Sozialverhalten, welches sich 
auch im Balz- und Brutverhalten äußert. Bspw. leben die Vögel hauptsächlich in Einehe und sind 
überwiegend Höhlenbrüter (JUNIPER u. PARR 1998). 
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2.1. 2  Systematik der Psittaciformes 
 
  Die Papageien gehören in die Klasse der Vögel – Aves – und werden der Ordnung der 
Papageienartigen – Psittaciformes – zugeteilt. Die Systematik innerhalb dieser sehr artenreichen 
Ordnung ist in den letzten 100 Jahren einer starken Umstrukturierung unterworfen. 
  WOLTERS (1982) unterteilt die Ordnung noch in 11 Familien. Aufgrund neuerer anatomisch-
morphologischer Untersuchungen, bspw. von HOMBERGER (1980), werden die Familien 
innerhalb der Ordnung umgestellt. Ebenfalls führen die von SIBLEY und AHLQUIST (1990), sowie 
die von SIBLEY und MONROE (1993), vorgenommenen DNA-Analysen zu einer weiteren 
Umstrukturierung. Im Folgenden wird die Systematik von HOYO et al. (1997), die diese 
Untersuchungen weitestgehend berücksichtigt, wiedergegeben (Abb. 1).  
  Die Kakadus (Cacatuidae) werden mit 21 Arten aus sechs Gattungen und insgesamt drei 
Unterfamilien auf Familienniveau von den restlichen Psittaziden getrennt. Parallel zu den 
Cacatuidae besteht in der Systematik nur noch die zweite Familie der Psittacidae. Diese umfasst 
einerseits die Unterfamilie der Loris (Loriinae) mit 12 Gattungen und 53 Arten, sowie die 
Unterfamilie der eigentlichen Papageien (Psittacinae). Basierend auf den Ergebnissen von 
FORSHAW (1989) werden den Psittacinae neun Gattungsgruppen mit insgesamt 66 Gattungen und 
279 Arten zugesprochen. Innerhalb dieser neun Gattungsgruppen nehmen mit 37 Spezies die 
australischen Plattschweifsittiche (Platycercini) nach den Neuweltpapageien (Arini) und den 
Edelpapageien (Psittaculini) die dritt artenreichste Gruppe ein. 
 
 
2.1. 3  Eingliederung der Gattung der Wellensittiche (Melopsittacus) in die Ordnung der 
Psittaciformes 
 
  Die einzige Art in dieser Gattung ist der Wellensittich (Melopsittacus undulatus). Er wurde 
erstmalig 1794 von SHAW erwähnt und 1805 von GOULD wissenschaftlich als Psittacus undulatus 
beschrieben und bereits 1840 von GOULD in die monotypische Gattung Melopsittacus gestellt. Der 
kurze Schnabel und abweichende Verhaltensweisen begründen die von BERND und MEISE (1959) 
vorgeschlagene Abspaltung in die Familie der Wellensittiche (Melopsittacidae) von den nahe 
verwandten Plattschweifsittichen (Platicercidae), die lange wissenschaftlich anerkannt blieb. 
Abweichend davon betrachteten ihn bereits V. BOETTICHER (1969) und KOLAR (1982) als 
kleinste Art der Plattschweifsittiche. Diese Zugehörigkeit wird anhand neuerer genetischer 
Untersuchungen bestätigt. Heute wird der Wellensittich in die Gattungsgruppe der Plattschweif-
sittiche (Platycercini) innerhalb der Unterfamilie der Psittacinae gestellt (HOYO et al. 1997) (Abb. 1). 
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Ordnung :            Psittaciformes     
 
 
Familie  :       Psittacidae       Cacatuidae   
   
 
Unterfamilien :       Cacatuinae     Nymphicinae  
                   Weiße Kakadus         Nymphensittich 
           14 Arten           1 Art  
 
Unterfamilien :       Loriinae      Psittacinae                Calyptorhynchinae               
            Loris        Eigentliche Papageien            Schwarze Kakadus 




Gattungsgruppen :  Psittrichadini       Nestorini   Strigiponini   Micropsittini        Cyclopsittacini   
  Borstenkopf        Keas    Kakapo          Spechtpapageien    Zwergpapageien 




Gattungsgruppen :          Arini          Platycercini   Psittaculini            Psittacini   
            Neuwelt-           Plattschweif-       Edel-          Afrotopische- 
           papageien              sittiche     papageien            papageien 
           148 Arten             37 Arten     66  Arten             12 Arten 
 
 
Gattungen :  Prosopeia  Eunymphicus  Cyanoramphus  Purpureicephalus       Barnadius      
 
 
Gattungen :  Platycercus  Northiella    Psephotus    Neopsephotus      Neophema     
 
 
Gattungen :    Melopsittacus      Lathamus  Pezoporus   Geopsittacus   
 
Abb. 1: Systematik der Papageien unter Berücksichtigung der Gattung Melopsittacus  
(vereinfacht nach HOYO et al. 1997) 
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2. 2  Beschreibung des Wellensittichs (Melopsittacus undulatus) 
 
2.2. 1  Der Wellensittich und seine Zuchtformen 
  Der zierliche Vogel erreicht nur eine Gesamtlänge von etwa 18 cm. Es besteht ein ausgeprägter 
Geschlechtsdimorphismus, die Farbe der Wachshaut ist beim adulten Männchen blau und beim 
Weibchen braun. Die Grundfarbe des Gefieders des natürlich vorkommenden Sittichs ist grün, 
dieses weicht im Kopfbereich einem Gelbgrün mit blauen Wangenflecken (JUNIPER u. PARR 
1998). Durch schwarze Bereiche in der Federfahne entsteht das namensgebende Wellenmuster. 
Gelbe und blaue Wellensittiche werden ebenfalls - wenn auch sehr selten - in freier Wildbahn 
gesehen. Jedoch setzen sich diese Mutationen in der Natur nicht durch (SCHÖNE u. ARNOLD 
1989).  
  Der Wellensittich ist der einzige Papageienvogel, der als voll domestiziert gilt. Die Grundlage 
hierfür wird sicherlich durch das frühe Auftreten von Farbmutationen gelegt. So erscheinen in 
Gefangenschaft neben dem „wildfarbenen“ Vogel 1864 der erste weiße, 1872 der erste gelbe und 
1878 der erste blaue Wellensittich (SCHÖNE u. ARNOLD 1989). Basierend auf diesen vier 
„Grundfarben“ entwickelt sich bis heute eine Vielzahl an Farbschlägen. Diese Farbvarianz führt 
1920 zur Gründung der ersten Ziervogelvereinigung „The Budgerigar Club“; weitere folgen. 
Diese Vereinigungen haben unter anderem das Zuchtziel, den „idealen Wellensittich“ zu 
schaffen. In einer Vielzahl von Rassestandards gezüchtet, unterscheidet sich der heutige 
Schauwellensittich nicht nur in der Farbe und dem Muster sondern vor allem im Gewicht, in der 
Anatomie und im Gefieder von dem australischen Wildtyp.  
  Dem Schauwellensittich steht in heimischen Volieren der Vermehrungszuchtwellensittich 
gegenüber. Dieser Vogel wird in einer großen Anzahl für den Verkauf gezüchtet, unterliegt aber 
keinen weiteren Standards. So kommt diese Zuchtform zwar in vielen Farbschlägen vor, weicht 
im Habitus aber nur wenig vom Wildvogel ab (ROBILLER 1997).  
 
 
2.2. 2  Herkunft und natürliches Verhalten des Wellensittichs  
  Der Wellensittich ist in fast ganz Australien verbreitet, fehlt jedoch in den Küstengebieten und 
in Tasmanien. Die Sittiche bevölkern als häufigste Vögel in großen Schwärmen das Innere 
Australiens. Sie sind typische Bewohner der Trockengebiete und kommen nicht in Waldgebieten 
vor (ROBILLER 1997). Die Regenzeit fällt dort, auch wenn sie nicht unmittelbar jahreszeitlich 
abhängig ist, zumeist auf unseren Herbst. Insgesamt lösen sich lange Trockenphasen 
unregelmäßig von Zeiten mit reichlich Wasser und Nahrung ab (SERVENTY 1971). Im trockenen 
Australien sind die Vögel stark abhängig vom Wasser. In Dürreperioden schließen sich die 
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Wellensittiche zu riesigen Schwärmen zusammen (WYNDHAM 1978) und müssen oftmals große 
Strecken zu den Futter- und Wasserplätzen zurücklegen. Dabei bietet der Verbund des Schwarms 
dem Individuum einen Schutz vor Beutegreifern (LANTERMANN 1999a). 
  Die Vögel ernähren sich fast ausschließlich von Grassamen (KOLAR 1968). Der, für australische 
Sittiche, sehr kurze Schnabel ist als Anpassung an diese Nahrungsquelle zu betrachten. Die 
Brutzeit ist an das Vorhandensein halbreifer Grassamen gebunden. In Zeiten mit reichlich 
Nahrung beginnen die Tiere unabhängig der Jahreszeit fast unmittelbar mit der Brut, wobei 
mehrere aufeinander folgen können. Darüber hinaus können die Jungvögel bereits im Alter von 
3-4 Monaten die Geschlechtsreife erreichen und ihrerseits brüten. Daher bezeichnet POHL-APEL 
(1980) den Wellensittich als „opportunistischen Brutvogel“. 
  Vornehmlich in Eukalyptusbäumen werden Höhlen mit kleinen Einschlupflöchern angelegt. Es 
wird in der Regel kein Nistmaterial eingebracht, allerdings kleiden die Weibchen gelegentlich die 
Höhlen mit ausgerupften Federn aus. Die Tiere brüten gesellig, wobei mehrere Paare einen 
Brutbaum bewohnen. Durch die Balz regen sich die Paare gegenseitig zur Brut an. Das Weibchen 
legt pro Gelege im Durchschnitt 5 Eier in einem Abstand von jeweils 2 Tagen. Es beginnt in der 
Mehrzahl der Fälle sofort allein zu brüten. Während dieser Zeit wird es vom Hahn gefüttert. 
Nach 18 Tagen schlüpft der erste Jungvogel, die weiteren folgen im entsprechenden Abstand. 
Die nackten und blinden Jungvögel werden zunächst auf dem Rücken liegend vom Weibchen mit 
einem gelblichen Nahrungsbrei gefüttert. Ab dem dritten Tag bekommen die Nestlinge festere 
Nahrung. Nach 9-10 Tagen öffnen sie die Augen. Vom 14. Tag an beteiligt sich auch das 
Männchen an der direkten Fütterung der Jungen. Bei diesen ist die Kleingefiederentwicklung mit 
etwa 25 Tagen und nach 32 Tagen die Entwicklung der Konturfedern abgeschlossen. Im Alter 
von 30-33 Tagen verlassen die Jungvögel die Bruthöhle. Häufig kommt es schon vor dem 
Ausflug zu einem erneuten Gelege. Die Jungen werden zunächst vom Hahn weiter gefüttert und 
fressen nach 14 Tagen selbstständig. Im Alter von 70 Tagen beginnt die Mauser vom blassen 
Jugendkleid zum kräftig gefärbten Adultkleid, die nach weiteren 70 Tagen vollzogen ist (AF 
ENEHJEM 1957). Unter günstigen Voraussetzungen können die männlichen Wellensittiche schon 
nach 105 Tagen die Geschlechtsreife erlangen (POHL-APEL 1980). 
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2. 3  Anatomie und Physiologie der männlichen Geschlechtsorgane   
(Organa genitalia masculina) beim Vogel 
 
2.3. 1  Anatomie 
  Beim Vogel sind die männlichen Geschlechtsorgane (Abb. 2), mit Ausnahme der Kloake, paarig 
ausgebildet (MICHEL 1993). Sie werden aus den paarigen Hoden (Testes), den wenig 
differenzierten Nebenhoden (Epididymes) und den Samenleitern (Ductus deferentes) gebildet. In der 
Kloake (Cloaca) liegt bei einigen Vogelarten das Kopulationsorgan (Phallus). Im Gegensatz zu den 
Säugern fehlen akzessorische Geschlechtsdrüsen und äußere Geschlechtsorgane (WAIBL u. 
SINOWATZ 1999). 
Abb. 2:  Das Geschlechtssystem des männlichen Vogels, von lateral und ventro-dorsal       
(modifiziert nach BIRKHEAD 1999) 
 
 
2.3.1. 1  Hoden (Testis) 
  Die paarigen Hoden der Vögel liegen nach WAIBL und SINOWATZ (1999) vollständig 
intraabdominal, hochdorsal beidseitig der Aorta descendens. Die runden bis längsovalen Hoden sind 
an dem kurzen Hodengekröse (Mesorchium) im Bereich des Nebenhoden aufgehängt und so 
zwischen Niere und Aorta befestigt. 
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  Der kraniale Hodenpol (Extremitas cranialis) reicht bis zum kaudalen Lungendrittel und der 
kaudale Pol (Extremitas caudalis) bis zum vorderen Nierenabschnitt (Divisio renalis cranialis). 
Dorsomedian liegen zwischen den Hoden die Nebennieren (Glandulae adrenales) (Abb. 3). 
Kranioventral haben die Hoden auf der linken Körperseite Kontakt mit dem Drüsen- und 
Muskelmagen sowie mit den Darmschlingen. Ventrokaudal und kaudal sind sie vom Brust- und 
Bauchluftsack umgeben. Nach COWLS (1965) soll den Luftsäcken eine Kühlfunktion zukommen. 
Diese Hypothese kann von anderen Autoren jedoch nicht bestätigt werden (HERIN et al. 1960).  
  Die Blutversorgung erfolgt durch die kurzen Aa. testiculares, die sich aus der A. renalis cranialis 
abspalten (WAIBL u. SINOWATZ 1999). In Ausnahmefällen kann eine A. testicularis accessoria, die 
der Aorta descendens entspringt, gesehen werden. Der venöse Abfluß erfolgt durch die in die V. 
cava caudalis mündende V. testicularis (NISHIDA 1964).  
  Der Hoden ist von einer dünnen Kapsel (Tunica albuginea) umgeben (LAKE 1981). Mit dieser 
steht das nur gering ausgebildete Intestinalgerüst in Verbindung. Dabei fehlt im Vergleich zum 
Säuger eine echte Septenbildung und ein Mediastinum testis (TINGARI 1973). 
  Histologisch sind wie beim Säugetier vor allem Leydigzellen und die Samenkanälchen (Ductuli 
seminiferi) mit den Spermatogonien und Sertolizellen erkennbar. Zwischen den Kanälchen liegt nur 
wenig interstitielles Bindegewebe, in dem die Leydig‘schen Zwischenzellen liegen. Diese 
synthetisieren vornehmlich in der Brutsaison intensiv Testosteron und sind i. d. R. in der Nähe 
von Blutgefäßen aufzufinden (KÖNIG et al. 2001).  
  Beim Vogel unterscheiden sich die stark gewundenen Hodenkanälchen (Tubuli seminiferi contorti) 
durch zahlreiche Anastomosen von dem Gangsystem der Säuger (SMOLLICH 1992). In diesen 
entwickeln sich analog zum Säugetier die Spermien aus Spermatogonien über die Spermatozyten erster 
und zweiter Ordnung (GLEICHAUF 1983). Die Sertolizellen haben neben einer Stütz- und 
Ernährungsfunktion auch die Aufgabe der Sekretion von intratubulärer Flüssigkeit. Durch 
Kontraktion von peritubulären Zellen werden die Spermatozyten in dieser Flüssigkeit in Richtung 
Nebenhoden transportiert. Der Transport führt dabei in die Tubuli recti, zu denen sich die Ductuli 
seminiferi innerhalb des Hodens vereinigen. Diese münden in das Hodennetz (Rete testis) (KÖNIG et 
al. 2001). Die weitmaschigen, innerhalb der Hodenkapsel liegenden Anteile gehen anschließend in 
die extrakapsulären feinlumigen Anteile des Rete testis über, bevor diese in die Nebenhodengänge 
(Ductuli efferentes proximales) münden (WAIBL u. SINOWATZ 1999). 
  Art- und rasseabhängig können Pigmentierungen auftreten (WAIBL u. SINOWATZ 1999), wie dies 
endoskopisch auch bei geschlechtsinaktiven Kakadus (Cacatua spp.) gesehen werden kann 
(BREARLEY et al. 1991). Grundsätzlich variiert die Hodenfarbe der Vögel in Abhängigkeit von der 
Brutzeit bei saisonalen Vögeln zwischen einem gelben bis orangen Farbton in der Ruhephase und 
einer hellen weißlichen Farbe in der Brutsaison. Diese Farbtonänderung entsteht durch eine 
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Lipideinlagerung in die Steroidhormon sezernierenden Zwischenzellen (SERVENTY u. MARSHALL 
1956). 
  Zumeist ist der linke Hoden größer als der rechte, dennoch sind die Größe wie auch die Farbe 
der Hoden bei Vögeln stark abhängig von ihrem Funktionszustand. So schwankt die Größe beim 
Hahn (Gallus domesticus) zwischen 10-20 mm x 5-10 mm im Ruhezustand und 35-60 mm x 25-30 
mm in der Fortpflanzungsperiode. Größere Gewichtszunahmen findet man bei Wildvögeln, die 
einem saisonalen Brutgeschehen unterworfen sind. Der Hoden des Haussperlings (Passer 
domesticus) weist zur Brutzeit eine Vergrößerung um den Faktor 300 (WAIBL u. SINOWATZ 1999) 
und der des Stars (Sturnus vulgaris) sogar um den Faktor 1500 (BISSONETTE 1930) auf. Diesen 
saisonalen Wildvögeln stehen die „opportunistischen“ Brutvögel, wie die Zebrafinken (Taeniopygia 
guttata), gegenüber. Diese Vögel sind unter günstigen Umweltbedingungen durch permanent 
reproduktionsfähige Gonaden saisonunabhängig schnell brutbereit (POHL-APEL 1980). 
  Auch unter den Papageienvögeln gibt es diese „opportunistische“ Brutvögel. Hierzu zählen 
neben den Nymphensittichen (Nymphicus hollandicus) auch die Wellensittiche (Melopsittacus 
undulatus). Die Hoden verändern ihr Gewicht zwischen Brutzeit und Ruhephase nur um den 
Faktor 30 - 40 (POHL-APEL et al. 1982). Zusätzlich zu dieser „Brutbereitschaft“ machen die 
Gonaden bei der letztgenannten Art eine sehr rasche Jugendentwicklung durch. Dabei wächst der 
juvenile Wellensittichhoden bis zum Alter von 35 Tagen linear von durchschnittlich 0,4 mm³ auf 
1,0–2,2 mm³. Nach dem Ausfliegen der Vögel geht das Hodenwachstum in ein logistisches 
Wachstum über, welches bereits zwischen dem 105. und 140. Tag mit einer Endgröße von über 
90 mm³ endet. So ist gewährleistet, dass in Zeiten des Nahrungsüberschusses viele Jungvögel 
aufgezogen werden, die ihrerseits schnell zur Reproduktion gelangen (POHL-APEL 1980).  
 
2.3.1. 2  Nebenhoden (Epididymis) 
  Beim Hahn (Gallus domesticus) ist der Nebenhoden ungefähr strohhalmstark. Er lagert sich 
dorsomedial dem Hoden an. Über die gesamte Länge ist er durch den extratestikulären Rete-
Anteil mit dem Hoden verbunden. Dies verhindert eine Unterteilung in Caput, Corpus und Cauda 
(s. Abb. 3) und erlaubt nur eine Unterteilung in Extremitas cranialis sowie caudalis (KING 1993). 
  Dem Rete testis schließen sich die Ductuli efferentes proximale, welche in schmalere Ductuli conjugentes 
übergehen, an. Die Letztgenannten vereinigen sich über die gesamte Nebenhodenlänge zu dem 
Nebenhodengang (Ductus epididymidis). Am kaudalen Ende des Nebenhodens geht der Neben-
hodengang in den Samenleiter (Ductus deferens) über (KÖNIG et al. 2001).  
  Anders als beim Säuger liegt die Bedeutung des Nebenhodens beim Vogel nicht in der 
Speicherung der Spermien, sondern vermutlich in der Anreicherung des Ejakulats mit Lipoiden, 
Proteinen und Polysacchariden (LAKE 1957). 
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  Die Länge des Nebenhodengangsystems unterliegt - wie auch die Größe der Hoden - einer 
starken saisonalen Abhängigkeit. So verlängern und verknäulen sich die verschiedenen Gänge mit 
der beginnenden Brutzeit (LOFTS u. MURTON 1973). 
Abb. 3:  Die Lage des Urogenitaltrakts beim Hahn, von ventral 
(modifiziert nach KING 1975) 
 
 
2.3.1. 3  Samenleiter (Ductus deferens) 
  Der beim Hahn ca. 1 mm starke Samenleiter setzt den Nebenhodengang (Ductus epididymidis)  
nach dem Austritt aus dem Nebenhoden kaudal fort. Er verläuft zunächst retroperitoneal dorsal 
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des kaudalen Bauchluftsackes. Der Harnleiter wird im Bereich des mittleren Nierenabschnittes 
(Divisio renalis media) gekreuzt (Abb. 3), und anschließend tritt der Samenleiter in die Lateralwand 
des mittleren Kloakenabschnitts (Urodaeum) ein (KÖNIG et al. 2001). Hier durchdringt die Pars recta 
ductus deferentis die Kloakenwand und geht auf der Lumenseite in eine ampullenförmige 
Erweiterung (Receptaculum ductus deferentis) über (MARVAN 1969). Der durch eine Muskelscheide 
während der Begattung eregierbare Anteil wird auch Ductus ejaculatorius bezeichnet (NISHIYAMA 
1955). Das Receptaculum ductus deferentis mündet auf der paarigen Samenleiterpapille (Papilla ductus 
deferentis) mit dem Ostium cloacale ductus deferentis in die Kloake (WAIBL u. SINOWATZ 1999) (Abb.4). 
Diese Papille ist bei den Sperlingsvögeln (Passeriformes) bläschenartig erweitert (WOLFSON 1954, 
MIDDLETON 1972) und kann, als von außen sichtbares Promontorium, zur Geschlechtsdiagnose 
herangezogen werden (SALT 1954). 
  Der Samenleiter dient in erster Linie als Samenspeicher (NISHIYAMA 1951, LAKE 1957). Dabei 
ist die höchste Spermienkonzentration nach NISHIYAMA (1951) im proximalen Teil des 
Samenleiters vorhanden. Durch die engen Windungen (Ansae ductus deferentis) des Ductus deferens 
verlängern sich beim Hahn die ca. 10 cm zwischen Nebenhoden und Urodaeum auf etwa 60 cm. 
Darüber hinaus kann der Zusammenhang zwischen dem Samenleiter, als unmittelbarer Samen-
speicher, und der Hodenaktivität an geschlachteten Hähnen aufgezeigt werden (LAKE 1981). 
  Wellensittiche (Melopsittacus undulatus) besitzen im Bereich der Kloakalwand anstelle der 
ampullenförmigen Erweiterung der Passeriformes eine knäuelartige Verschlingung des Samenleiters 
(Glomus seminale). Diese haben die Ausmaße von bis zu 5 x 3 mm und sind nicht vorstülpbar 
(SAMOUR et al. 1986a). Die Glomus seminale sollen neben einer Samenspeicher- auch eine 
Resorptionsfunktion haben. Ermöglicht wird dies über ein resorptives Epithel (SAMOUR et al. 
1988a). Die durch die Glomus seminale geformten Promontoriae können auch bei dieser Art palpiert 
werden (SAMOUR et al. 1986b).  
 
2.3.1. 4  Kloake und Phallus (Cloaca et Phallus) 
  Die Kloake stellt den gemeinsamen Endabschnitt des Verdauungs- und Urogenitaltrakts dar 
und mündet über den Ventus nach außen. Durch kontraktile Ringfalten ist sie in drei Abschnitte 
unterteilt. An das Rectum schließt sich die größte Abteilung, der Kotraum (Coprodaeum), an. Hier 
sammelt sich vorübergehend der Kot. Durch die Plica copro-uredalis wird der mittlere, kürzeste 
Anteil, der Harnraum (Urodaeum), nach kaudal begrenzt. Hier münden in die Lateralwand 
unabhängig voneinander die beiden Harnleiter (Ureteren), sowie beim männlichen Vogel die 
Samenleiter mit ihren Papillen. Die Öffnungen der Harn- und Geschlechtsgänge werden beim 
Absetzen des Kotes durch die weit ausstülpbare Plica copro-uredalis bedeckt und so vor 
Verunreinigungen geschützt. Durch die Plica uro-procdealis, die vor allem dorsolateral befestigt ist, 
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wird die undeutliche Grenze zum kurzen Endraum (Proctodaeum) gesetzt. In diesem 
Kloakenabschnitt liegt im dorsalen Bereich die Bursa cloacalis (Bursa FABRICII) und bei vielen 
Vögeln im ventralen Bereich das Begattungsorgan (Phallus) mit seinen Hilfsorganen. Diese 
Abteilung wird nach außen durch die mit einem kräftigen Schließmuskel versehene 
Kloakenöffnung abgeschlossen (WAIBL u. SINOWATZ 1999) (Abb. 4). 
Abb. 4:  Kloake des Hahnes, von lateral (modifiziert nach LAKE 1971) 
 
 
  Im Allgemeinen werden bei Vögeln zwei Phallustypen unterschieden, die, unabhängig von der 
Bauweise, nur als Samenrinne (Sulcus ejaculatorius) fungieren. So verfügen Straußenvögel 
(Struthioniformes), Steißhühner (Tinamiformes) und Gänsevögel (Anseriformes) über einen erigierbaren 
Phallus protrudens (LOFTS u. MURTON 1973). Im Gegensatz dazu besitzen Hühnervogel (Galliformes) 
einen nicht ausstülpbaren Phallus nonprotrudens. Dieser ist bei Tauben (Columbiformes) ebenfalls 
embryonal angelegt, wird aber später zurückgebildet (WAIBL u. SINOWATZ 1999). Demgegenüber 
fehlt Papageien (Psittaciformes) der Phallus. Bei ihnen ist allenfalls eine Erhebung in der 
Kloakalwand zu finden (JOYNER 1994). 
  Die Erektion der verschiedenen Phallustypen wird durch eine Lymphstauung hervorgerufen, die 
auch die Schleimhautfalten (Plicae lymphaticae) der Kloakalwand anschwellen lässt (GLEICHAUF 
1983). Von diesen Lymphfalten soll nach NISHIYAMA (1955) lymphoide Flüssigkeit, die „lympoid 
fluid“, dem Samen beim Hahn zugeführt werden. Die Lymphe entstammt den parakloakalen 
Gefäßkörpern (Corpora vasculare paracloacale), welche sich in der ventrolateralen Kloakenwand 
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befinden (WAIBL u. SINOWATZ 1999) (Abb. 4). Diese bestehen aus zahlreichen Kapillarschlingen 
mit angelagerten großlumigen Lymphgefäßen (NISHIYAMA 1950).  
 
 
2.3. 2  Spermatologie 
  Der Samen beim Vogel setzt sich wie beim Säugetier aus den Spermien und der samenzellfreien 
Flüssigkeit, dem Seminalplasma, zusammen.  
 
2.3.2. 1  Feinbau des Vogelspermiums 
  Die Struktur des Spermiums gleicht prinzipiell dem der Säuger. Es besteht aus dem Hauptstück, 
dem Hals, dem Mittelstück und dem Schwanz. Abweichend weisen die Spermien aller bisher 
untersuchten Vogelarten einen auffallend langgezogenen Aufbau auf (Abb. 5).  
Abb. 5:  Schematische Darstellung eines Vogelspermiums (Hahn) 
1 Kopf, 2 Akrosom, 2‘ akrosomaler Fortsatz, 3 kondensiertes Chromatin des 
Spermienkopfes, 4 Mittelstück, 4‘ Mitochondrien des Mittelstücks, 5 Schwanz             
(modifiziert nach WAIBL u. SINOWATZ 1999) 
 
 
  Beim Hahn (Gallus domesticus) misst das Spermium ca. 90-100 µm. Es entfallen hiervon 1,75 µm 
auf das Akrosom, 12,5 µm auf das Hauptstück, 4 µm auf das Mittelstück und 80-90 µm auf den 
Schwanz (WAIBL u. SINOWATZ 1999). Ähnliche Relationen liegen bei der Pute (Meleagris gallopavo) 
und der Taube (Columba livia) vor, allerdings misst das Taubenspermium 180 µm. Ebenfalls 
entsprechen die Spermien des Wellensittichs diesem „Hausgeflügeltyp“. Die Spermien weisen 
eine Gesamtlänge von ca. 64 µm auf. Hiervon entfallen 1,4 µm auf das Akrosom, 8 µm auf das 
Hauptstück sowie 54 µm auf den Schwanz mit dem Mittelstück: Das Hauptstück hat dabei einen 
Durchmesser von 0,5 – 0,6 µm (SAMOUR et al. 1986a). JAMIESON et al. (1995) machen nach 
elektronenmikroskopischen Untersuchungen ähnliche Größenangaben und geben für die 
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Spermienköpflänge von Wellensittichen 12 µm, von Nymphensittichen (Nymphicus hollandicus)      
8 µm und von Rosenköpfchen (Agapornis roseicollis) 11 µm an.  
  Von diesem Bauplan weichen die Spermien von Sperlingsvögeln (Passeriformes) ab. Bei ihnen ist 
der Kern spiralig gewunden. Ferner entspringt dem Mittelstück eine Haupt- sowie eine 
Nebengeißel, die über eine Membran verbunden sind (WAIBL u. SINOWATZ 1999). 
 
2.3.2. 2  Qualitätsbeurteilung von Sperma und Pathomorphologie der Vogelspermien 
  Es sind unterschiedliche Methoden entwickelt worden, um die Spermaqualität bezüglich der 
Fertilität zu testen, wobei häufig Testsysteme Verwendung finden, welche die Aktivität von 
Spermienenzymen messen (z. B. Aspartat-Aminotransferase). Ferner gibt es die Möglichkeit, 
Spermien physikalischen Stressbehandlungen (z. B. Kälte-, Wärmeschock) zu unterziehen und die 
Schäden mikroskopisch zu beurteilen (RISSE 1990). In der Praxis wird zumeist, auch wenn es 
bereits computergestützte Messverfahren (z. B. Computer-Video-Mikrographie (LEIDL et al. 
1987)) gibt, mikroskopisch die Vorwärtsbeweglichkeit als Maß der Spermienaktivität geschätzt. 
Diese Methode liefert, wenn sie stets vom selben Untersucher durchgeführt wird, 
reproduzierbare Ergebnisse (WEITZE u. MÜLLER 1991). Mit dieser Methode wird beispielsweise 
die durchschnittliche Motilität von Spermien von Moschusenten (Cairina moschata) auf 80-90 % 
(KOLL 1978), von Straussen (Struthio camelus) auf 48 % (HEMBERGER 1999) oder von Amazonen 
(Amazona ventralis) auf individuelle Mittelwerte von 33-82 % (BROCK 1991) geschätzt. 
  Zur Unterscheidung zwischen lebenden und toten Samenzellen ist Sperma mit verschieden 
Färbelösungen anfärbbar (z. B. Anilinblau- oder Eosinfärbung). Eine Permeabilitätsveränderung 
der Zellmembran bewirkt die Anfärbung der toten Zellen. Gleichzeitig lassen sich mit diesen 
Methoden lichtmikroskopisch eine Vielzahl von Veränderungen der Spermienmorphologie 
darstellen. Eine übersichtliche Klassifizierung der morphologischen Abweichungen geben 
MARVAN et al. (1981) anhand von lichtmikroskopischen Studien für, nach Wels-X-Methode, 
gefärbte Ganterejakulate an. Dabei treten bis zu 30% veränderte Spermien auf. FERDINAND 
(1992) kann an durch Formolcitrat immobilisierten und ungefärbten Zellen bis zu 98% 
Veränderungen nachweisen. Diese unterschiedlichen Angaben hängen stark von der Färbung ab. 
Veränderungen der Spermien vom nonpasseriformen Typ treten nach SCHRAMM und PINGEL (1991) 
vornehmlich im besonders empfindlichen Mittelstückbereich auf. Studien zu Veränderungen der 
Spermienmorphologie bei Psittaciformes liegen bislang nicht vor. 
 
2.3.2. 3  Zusammensetzung des Seminalplasmas beim Vogel 
  Das Seminalplasma gilt als ideales Aufbewahrungs- und Nährmedium für die darin enthaltenen 
Spermien. Beim Vogel ist es aufgrund fehlender akzessorischer Geschlechtsdrüsen nur in 
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geringer Menge vorhanden. Es ist zum einen das Sekretionsprodukt der samenleitenden Wege, 
zum anderen enthält es noch Stoffwechselprodukte der Spermatozoen. Der pH-Wert liegt beim 
Hahn (Gallus domesticus) zwischen 7,0 und 7,6 (FREEMAN 1984), beim Ganter (Anser anser) und 
Puter (Meleagris gallopavo) zwischen 8,2 und 8,6 (SCHRAMM u. PINGEL 1991). Im Vergleich zum 
Säuger ist der sehr hohe Seminalplasmawert von Glutamat (1300 mg/ 100 ml (FREEMAN 1984)) 
und von Kalium beim Hahn (Gallus domesticus) auffällig. Demgegenüber ist Chlorid nur in 
geringen Mengen vorhanden. Im Gegensatz zum Säuger sind Fruktose, Zitrat, Ergothionin, 
Inositol, Phosphorylcholin und Glycerylphosphoryl nicht oder nur in Spuren vorhanden. 
SAMOUR et al. (1986b) geben die chemische Zusammensetzung des Seminalplasmas beim 
Wellensittich wieder, welches auf der Basis von Sammelsperma untersucht wurde (Tab.1).  
  Die „transparent fluid“ gehört nicht unmittelbar zum Seminalplasma. Diese lymphoide 
Flüssigkeit, welche im Phallus und in den Lymphfalten der Kloake entsteht, wird scheinbar, im 
Sinne einer Kontamination, bei einer Ejakulation abgegeben (NISHIJAMA 1955). Sie soll aber in 
niedriger Konzentration motilitätsfördernde und in hoher Konzentration spermizide 
Eigenschaften haben (NISHIJAMA u. FUJISHAMA 1961). Dennoch ist ihre Funktion nach wie vor 
unklar (JOYNER 1994).   
 
Tab. 1:  Vergleich der chemischen Zusammensetzung des Seminalplasmas zwischen 
Wellensittich(Melopsittacus undulatus) und Haushahn(Gallus domesticus) 
Parameter 
Wellensittich 

















166,7 (LAKE et al. 1958) 
13,9 (LORENZ 1969) 
57,9 (LORENZ 1969) 
4,11 (HAMMOND et al. 1965) 
0,11 (LORENZ 1969) 
7,2 (NISHIJAMA 1952) 
7,6 (WALES u. WHITE 1955) 
 
 
2.3.2. 4  Volumen und Dichte des Samens beim Vogel 
  Beim Hahn (Gallus domesticus) beträgt das Volumen der milchig bis opaken Samenflüssigkeit 
rasseabhängig 0,3 bis 1,5 ml. Die Dichte schwankt zwischen (1,5 - 4,5) x 106 Spermien/µl. 
Truthähne (Meleagris gallopavo) produzieren geringere Mengen (bis 0,4 ml) eines höher 
konzentrierten Spermas (bis 10 x 106 Spermien/µl). Erpel (Anas platyrhynchos) und Gänse (Anser 
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anser) produzieren ein Ejakulat geringerer Dichte (bis 1,5 x 106 Spermien/µl) und Menge (bis         
0,6 ml) (MICHEL 1993).  
  SAMOUR et al. (1986a) geben beim Wellensittich als Dichte (9,5 - 11,3) x 106 Spermien/µl und für 
die Menge 3,5 bis 13,5 µl für das Ejakulat bei der zweimal wöchentlichen Absamung an, nennen 
dabei aber weder das Alter noch die Rasse der Tiere. BROCK (1991) ermittelt für die 
Haitiamazone (Amazona ventralis) ein Spermavolumen von 4,2 bis 30,4 µl und für die Dichte (8 - 
59) x 106 Spermien/µl beim dreimal wöchentlichen Absamen. Beim Großpapagei beträgt laut 
JOYNER (1994) das Volumen 50 bis 100 µl und die Dichte 9 x 106 Spermien/µl, wobei weder 
Arten genannt, noch sonstige Angaben gemacht werden. 
  ANSAH et al. (1984) ermitteln die Abhängigkeit der Spermaqualität von den Absamintervallen am 
Beispiel des Puters. Sie stellen dabei fest, dass Sperma bei dreimaliger Absamung pro Woche eine 
höhere Qualität in Hinsicht auf Volumen, Dichte und Lebend-Tot-Rate hat als bei ein- bzw. 
fünfmaligem Absamen. 
  Weitere Untersuchungen zeigen, dass die Spermaproduktion und -gewinnung nicht nur 
jahreszeitlich sondern auch tageszeitlich unterschiedlich ist. So ermitteln LAKE und WOOD-GUSH 
(1956), dass bei Haushähnen die besten Spermaerträge am späten Nachmittag gewonnen werden 
können. 
 
2.3. 3  Hormonelle Regulation des Hodens beim Vogel und beeinflussende Faktoren 
  Zunächst in der Wachstumsphase hängt das Hodenwachstum von den Schilddrüsenhormonen 
ab. Eine Erhöhung der Plasmawerte von Trijodthyronin (T3) und Thyroxin (T4) führt aber auch 
nach dem Erreichen der Geschlechtsreife zu einer Zunahme des Hodengewichts und der 
Spermaproduktion (BEZZEL u. PRINZINGER 1990b).  
  Im Wesentlichem läuft die hormonelle Steuerung beim Vogel über die Hypothalamus-
Hypophysen-Achse. Der Hypothalamus setzt, zumindest beim Hausgeflügel, zwei verschiedene 
Gonadoliberine GnRH-I und GnRH-II frei. GnRH-I bewirkt in der Hypophyse die Produktion 
und Ausschüttung des follikelstimulierenden Hormons (FSH) und des luteinisierenden Hormons 
(LH). Die Wirkung von GnRH-II, welches beim Huhn (Gallus domesticus) und der japanischen 
Wachtel (Coturnix coturnix japonica) nachgewiesen wurde, ist noch nicht vollständig geklärt. Es 
besitzt in vitro an Hypophysenzellen eine größere Potenz (MILLAR et al. 1986). In vivo wirkt es 
wahrscheinlich synergistisch zu GnRH-I (HATTORI et al. 1986). Die GnRH-Freisetzung wird 
durch adrenerge Neurone positiv beeinflusst (OTTINGER 1992). Andererseits greifen endogene 
Opioide (STANSFIELD u. CUNNINGHAM 1987), Prolaktin (EL HALAWANI et al. 1991) und ein 
dopaminerg vermittelter negativer Feedback-Mechanismus des Testosteron (KNIGHT et al. 1981) 
reduzierend in den GnRH-Blutspiegel ein.  
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  Beim männlichen Vogel führt FSH zur Reifung des Hodengewebes und über die Stimulation 
der Sertolizellen zur Spermatogenese. LH regt die Leydig’schen Zwischenzellen zur 
Androgensynthese an (BEZZEL u. PRITZINGER 1990b).  
  Ein weiterer Produktionsort für Androgene liegt im Gangsystem des Nebenhodens, wo sie für 
die Ausreifung der Spermien mitverantwortlich sind (BUDRAS u. SAUER 1975). Unter den 
Androgenen kommen hauptsächlich Testosteron und 5-α-Dihydrotestosteron vor. Sie nehmen, 
im Sinne einer geschlechtsspezifisch morphogenetischen Wirkung, Einfluss auf die Ausbildung 
der sekundären Geschlechtsmerkmale (BEZZEL u. PRITZINGER 1990b), ferner wirken sie sich 
positiv auf das Paarungsverhalten aus (WOODS u. THOMMES 1999). Geschlechts-unabhängig 
senken sie auch beim Weibchen die Aggressionsschwelle und heben die Gesangsaktivität. 
Ebenfalls nicht geschlechtsgebunden ist die anabole Wirkung, die zu einer erhöhten 
Stoffwechselleistung und Zunahme der Muskelmasse führt (BEZZEL u. PRITZINGER 1990b). 
Darüber hinaus wirken Androgene über eine negative Rückkopplung auf den Hypothalamus und 
hemmen so die GnRH-Ausschüttung (WILLIAMS 1999).  
  Wie die meisten Tiere, sind in ihrer Fortpflanzung auch die Vögel stark abhängig von exogenen 
Faktoren. So nimmt die Jahreszeit u. a. über die Tageslichtlänge Einfluss auf die Gonaden-
ausreifung und das Paarungsverhalten. Dies konnte nicht nur bei vielen Wildvogelarten, sondern 
auch beim Hahn (Gallus domesticus) festgestellt werden. Beim Wellensittich (Melopsittacus undulatus) 
hat eine Tageslichtlänge von weniger als acht Stunden negative Auswirkungen auf die 
Hodenaktivität (HUMPHREYS 1975). Zusätzlich nimmt die Wellenlänge des Lichts über 
Photorezeptoren Einfluss auf den Hypothalamus und somit auf die Hodenaktivität (JOHNSON 
1986). Ebenso wirkt sich das Alter auf die Gonadenaktivität aus. So nimmt beim Hahn die 
Fruchtbarkeit schon im 2. und 3. Lebensjahr ab (KIRBY u. FROMAN 2000).  
  Neben vielen weiteren Faktoren greifen die Beschaffenheit und Menge des Futters in die 
hormonelle Steuerung der Gonaden ein (GLEICHAUF 1983). In der freien Wildbahn existiert für 
die Brut eine Abhängigkeit von halbreifen Grassamen beim Wellensittich (POHL-APEL 1980).  
 
2.3. 4  Kopulation bei Vögeln unter besonderer Berücksichtigung der Altweltpapageien 
  Die Balz führt durch Reduzierung der innerartlichen Aggressionen und Fluchtneigungen zur 
Auswahl geeigneter Partnertiere (LANTERMANN 1999b). Die Begattung erfolgt nach erfolgreicher 
Balz. 
  Bei der Kopulation lagern sich die Kloakenöffnungen aneinander. Durch Lymphstauung 
schwellen vor allem die mittleren Kloakenanteile an und stülpen sich aus (WEDEL 1999). Dies 
ermöglicht den kleinsten Abstand zwischen den Ausgängen der Samenleiter und dem Eingang 
der unpaarigen Vagina. Auf diese Weise wird eine Kontamination des Samens mit Kot und Harn 
2 Literaturübersicht 
 19
verhindert. Während der Ejakulation kontrahiert sich der muskulöse Ductus ejaculatorius und gibt 
den Samen an die Samenrinne, welche aus Phallus und Hilfsfalten gebildet wird, ab (WAIBL u. 
SINOWATZ 1999, KIRBY u. FROMAN 2000). 
  Die Frequenz der Kopulation ist von verschiedenen Faktoren abhängig und kann beim 
Haushahn über 40 Paarungen am Tag erreichen (KIRBY u. FROMAN 2000).  
  Genaue Angaben zu Balz und Kopulation fehlen für die meisten Papageienarten. Dennoch 
ähnelt sich das Paarungsverhalten der altweltlichen Papageien, Sittiche, Kakadus und 
Edelpapageien sehr. Für Rosakakadus liegt die durchschnittliche Paarungdauer bei 92 Sekunden 
(LANTERMANN 1999b). Auffällig verhalten sich die Vasapapageien (Coracopsis spp.): Die Männchen 
dieser Arten haben stark verlängerte Kloakenendabschnitte, die eine feste „Verankerung“ 
während der Begattung im Weibchen erlauben. So dauert bei ihnen die durchschnittliche Paarung 
mehr als 100 Minuten (LANTERMANN 1999c). 
  Obwohl Wellensittiche lebenslang monogam sind, neigt das Männchen von brütenden 
Weibchen gelegentlich zu „Seitensprüngen“ (RADTKE 1981). Zu den wichtigsten Balzritualen 
dieser Art zählen die gegenseitige Gefiederpflege und das Schnäbeln (POHL-APEL 1980). Im 
Zuge der zunehmenden Erregung plustert sich das paarungswillige Weibchen leicht auf und 
nimmt die typische Kahnstellung ein. Dazu biegt es die Schwanzwurzel aufwärts. In dieser 
Stellung findet die Paarung statt. Das Männchen drückt nun, mit nach ventral gerichteter 
Schwanzwurzel, die Kloake auf die des Weibchens (LANTERMANN 1999b). An in Gefangenschaft 
gehaltenen Wellensittichen können nach dem Zusammensetzen der Paare bis zu fünf Paarungen 
in 30 min beobachtet werden, wobei die Frequenz im weiteren Verlauf stark abnimmt (pers. 
Mittl.: T. VINS, Haltern am 19.8.01). 
   
 
2. 4  Physiologie und hormonelle Regulation der Mauser 
  Während die weichen Hautteile ständig wachsen und sich erneuern, stellt die Mauser (Ekdysis) 
beim Vogel das schubweise Wachsen und Erneuern des Gefieders dar (COOPER u. HARRISON 
1994). Durch das zyklische Auftreten kann die Mauserperiode in eine Wachstumsphase (Anagen) 
und eine Ruhephase (Telogen) unterteilt werden (BEZZEL u. PRINZINGER 1990a). 
  Das Wachstum geht vom Federfollikel, der aus einem dermalen und einem epidermalen Anteil 
besteht, aus. Zunächst kommt es in der Follikelhöhle neben der alten Feder zu einer 
ringförmigen Epidermisproliferation und einer papillenförmigen Dermisproliferation. Beide 
Proliferationszentren wachsen in die Höhe und lösen dabei die Verankerung der alten Feder. Die 
ausgereifte alte Feder ist ein totes Horngebilde und fällt durch diesen Vorgang als Ganzes aus 
(SALOMON 1993). Der Dermiszapfen bildet durch Wachstum und Verhornung die Federspule 
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und den Federschaft mit den verhornten Anhängen. Aus dem epidermalen Ring dem 
„Epidermalkragen“ entsteht nach dem Wachstum und Verhornen die Federscheide. Diese 
umschließt zunächst noch die Spule, bricht später von distal in der Längsachse auf und fällt ab 
(VOLLMERHAUS u. SINOWATZ 1992). 
  Oftmals werden durch die unterschiedliche Beanspruchung der Federn die einzelnen 
Federareale getrennt von einander erneuert. Dies ermöglicht ein unterschiedlich häufiges 
Mausern der einzelnen Federflure. Innerhalb einer Mauserperiode kann so zwischen einer 
Vollmauser, hier werden alle Federn gewechselt, und einer Teilmauser, in der nur einzelne 
Federfluren mausern, unterschieden werden (BEZZEL u. PRINZINGER 1990a). 
  In der Entwicklung der Papageien wird zunächst das postnatale Dunenkleid durch das 
Jugendkleid ersetzt, und in einer erneuten Mauser wird dieses entweder durch das Adultkleid wie 
beim Wellensittich (AF ENEHJELM 1957) oder durch ein erstes Ruhekleid ersetzt. Die meisten 
Papageien haben einen einjährigen Vollmauserrhythmus. Ausnahmen bilden einige 
Großpapageien, die einen zweijährigen Rhythmus haben, und domestizierte Arten, die nicht 
mehr dem jahreszeitlichen Geschehen unterworfen sind (COOPER u. HARRISON 1994). Dieses 
unregelmäßige Mauserverhalten wird auch beim Wellensittich beobachtet (SCHÖNE 1993). Im 
Durchschnitt verliert ein Wellensittich dadurch fast 9 mg Federn täglich (WOLF et al. 1996). 
  Die hormonelle Regulation der Mauser ist bis heute noch nicht vollständig geklärt. Zum einen 
wird sie durch hohe Schilddrüsenhormonspiegel (v. a. T3) ausgelöst (DECUYPERE u. VERHEYEN 
1986). Zum anderen sind die Blutspiegel von Kortikosteroiden und Testosteron in der Mauser 
erhöht. Ein weiterer Effekt geht möglicherweise von der verringerten Prolaktin-, 
Wachstumshormon- und LH-Plasmakonzentration aus (MCNABB 2000). Künstlich kann durch 




2. 5  Spermagewinnung, - konservierung und - übertragung beim Vogel 
  Wie bei den Säugetieren nimmt die Künstliche Besamung (KB) auch bei den Vögeln ihren 
geschichtlichen Ausgang beim Nutzgeflügel. Durch die besonderen anatomischen Gegebenheiten 
und physikalischen Spermaeigenschaften ist beim Wirtschaftsgeflügel allerdings nach wie vor die 




2.5. 1  Spermagewinnung beim Vogel 
 
2.5.1. 1  Entwicklung der Spermagewinnung und -übertragung beim Vogel  
  Die Anfänge der Spermagewinnung gehen auf IVANOV (1913) zurück, der aus den Samenleitern 
von geschlachteten Hähnen Sperma drückt. Aus der Kloake der Henne gewinnt PAYNE (1914) 
das Sperma direkt nach dem Tretakt. 1930 versucht ISHIKAWA Sperma mittels künstlicher Kloake 
zu gewinnen und SEREBROWSKY und SOKOLOWSKAJA wenden 1935 die elektrische Stimulation an. 
Aber erst die Massagemethode von BURROWS und QUINN (1935) und ihre nachfolgenden 
Modifikationen bringen größere Erfolge. Bei dieser Methode wird das Vatertier in der Bauch- 
und Kloakenregion massiert und dadurch sexuell stimuliert. Nach dem Ausstülpen der Kloake 
kann das Sperma aus den Endabschnitten der Samenleiter „ausmassiert“ werden. LAKE (1967) 
modifiziert diese Methode und stimuliert die Tiere zusätzlich mittels Lumbalmassage. Dies 
bewirkt durch eine Erregung des muskulösen Samenleiterendabschnitts eine kräftigere 
Ejakulation und verhindert somit zusätzlich eine Kontamination mit der „transparent fluid“ und 
anderen Fremdstoffen. 
  Die Gründe für den Einsatz der KB beim Geflügel sind unterschiedlicher Natur. Beim Hahn 
soll sie durch gezielte Anpaarung den Zuchtfortschritt erhöhen. Der Tretakt der schweren 
Zuchtputer ist ohne ein hohes Verletzungsrisiko für die Henne nicht mehr möglich. Kreuzungen 
zwischen Moschuserpeln (Caraina moschata) und Stockente (Anas platyrhynchos), die vor allem in 
Ostasien zu Poularden führen, sind ohne KB nicht zu erreichen (LÖHLE 1984). Die KB wird mit 
wirtschaftlichem Nutzen darüber hinaus noch bei Gänsen (Anser anser), Wachteln (Conturnix 
conturnix japonica) und Straußen (Struthio camelus) (VON RAUTENFELD 1977) durchgeführt. Dabei 
wird das Sperma in Glasgefäßen (Hahn, Erpel), Pipetten (Puter) und Reagenzgläsern (Strauß) 
aufgefangen. 
 
2.5.1. 2  Entwicklung der Spermagewinnung beim Wild- und Ziervogel 
  Die künstliche Besamung nimmt in den letzen drei Jahrzehnten auch bei Wild- und Ziervögeln 
zu und wird hier vor allem bei Greifvögeln eingesetzt. Unter anderem wird von der 
Spermagewinnung (BIRD u. LAGUË 1976) und von der KB des amerikanischen Turmfalken (Falco 
sparverius) (BIRD et al. 1976), des Präriefalken (Falco mexicanus) (BOYD et al. 1977) und des 
Wanderfalken (Falco peregrinus) (BEYERBACH u. MAATSCH 1973, SAAR et al. 1983) berichtet. Neben 
reinen züchterischen Aspekten, wie der Hybridzucht für die Beizjagd, steht bei den Greifvögeln 
der Artenschutz im Vordergrund (HEIDENREICH 1996).  
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  Auch bei der Taube (Columba livia) (VON RAUTENFELD et al. 1979) und bei verschiedenen 
Singvögeln (Passeriformes) (THIEDE et al. 1981) wird die instrumentelle Samenübertragung 
erfolgreich eingesetzt. 
  Erfahrungen mit der Spermagewinnung und der KB liegen in geringem Umfang ebenfalls bei 
Papageien vor. 1982 berichtet HARRISON von dem ersten mittels KB gezeugten Nymphensittich 
(Nymphicus hollandicus). SAMOUR et al. (1986a) beschreiben die Spermagewinnung und Spermien-
untersuchung sowie die chemische Analyse des Seminalplasma beim Wellensittich (Melopsittacus 
undulatus) (SAMOUR et al. 1986b). In der ersten der beiden Versuchsreihen arbeiten die Autoren 
mit 25 männlichen Wellensittichen, die zwischen Mai und September zweimal wöchentlich 
jeweils zwischen 800 und 1000 Uhr abgesamt werden. Im zweiten Versuch setzen sie 11 Männchen 
ein, die wie die erste Gruppe für 14 Stunden pro Tag Licht haben. BROCK (1991) führt die 
Samengewinnung und die künstliche Besamung bei der Haitiamazone (Amazona ventralis) durch. 
Sie arbeitet 1987 mit vier und 1988 mit sieben Männchen dieser Spezies. Diese Tiere samt sie 
zwischen 1000 und 1100 Uhr ab. Bei zwei Männchen kann die Autorin in dieser Zeit kein Sperma 
gewinnen. JAMIESON et al. (1995) gewinnen Spermien für morphologische Studien aus 
euthanasierten Wellensittichen (Melopsittacus undulatus), Nymphensittichen (Nymphicus hollandicus) 
und von Rosenköpfchen (Agapornis roseicollis).  
 
 
2.5.1. 3  Methoden der Spermagewinnung beim Wild- und Ziervogel 
  Bei Greifvögeln, die durch den Menschen geprägt sind, wird Sperma „kooperativ“ gewonnen. 
Dabei sehen diese oftmals handaufgezogenen und daher fehlgeprägten Greife in ihrem Betreuer 
oder in einem Gegenstand den Kopulationspartner. BOYD und SCHWARTZ (1981) bspw. fangen 
das Ejakulat von einem Wanderfalken auf der Krempe eines Hutes auf.  
  Beim Wellensittich wird der Samen durch das Ausdrücken der Glomus seminale gewonnen. Dazu 
wird mit leichtem Druck von Daumen und Zeigefinger auf die Kloake gedrückt, wobei der 
Druck nicht zu stark sein sollte, um nicht zuviel der „lymphoid–fluid“ (~„transparent fluid“) zu 
gewinnen (SAMOUR 1986a). Zur Beruhigung stecken SAMOUR et al. (1986a+b, 1988a) die Köpfe der 
Wellensittichhähne in dunkle Gummitrichter. 
  Abgesehen von diesen Methoden wird unabhängig der Vogelart mit der, zu einer Ejakulation 
führenden, Massagemethode Sperma gewonnen. Bei wilden Greifvögeln wird der Vogel zur 
Beruhigung verkappt und, um Abwehrreaktionen zu reduzieren, in ein Tuch eingewickelt 
(HEIDENREICH 1996). Straußenhähnen wird ebenfalls zur Beruhigung eine Kapuze über den 
Kopf gezogen (HEMBERGER 1999). BROCK (1991) hingegen beruhigt die Amazonen nur durch 
einen Stock, den sie den Vögeln zum Greifen gibt. Bei diesen wird die Kloakengegend zwischen 
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60 und 90 Sekunden massiert, und der austretende Samen aufgefangen (BROCK 1991). Weitere 
Angaben zur Gewinnung des Spermas werden nicht gemacht. Aufgrund der geringen 
Spermamengen bewährt es sich beim Wellensittich und Amazonen, das Sperma in graduierten 
Mikrokapillaren aufzufangen (SAMOUR et al. 1986a+b, BROCK 1991). 
  Anstelle der Massagemethode wenden HARRISSON und WASMUT 1983 die Elektrostimulation an, 
um Sperma zu gewinnen. JAMIESON et al. (1995) gewinnen Spermien für morphologische Studien 
unmittelbar in dem Samenleiter von Kleinpapageien nach der Euthanasie.  
 
2.5. 2  Verdünnung und Konservierung von Vogelsperma 
  Ein Problem der KB bei Vögeln ist die hohe Spermiendichte. So dienen Spermaverdünner beim 
Geflügel u. a. der Reduktion der Inseminationsdosis und der einfacheren Handhabung des sonst 
sehr zähflüssigen Ejakulats. Hierbei haben sich Verdünnungen von bis zu 1:3 ohne Abfall der 
Befruchtungsrate bewährt (GLEICHAUF 1983). Als Spermaverdünner werden Elektrolytlösungen 
verwendet, über die sich der pH-Wert und die Osmolarität des Ejakulats sowie die 
Energieversorgung der Spermien regulieren lassen.  
  Die chemische Zusammensetzung des Spermas der Säugetiere und der Vögel unterscheidet sich 
vor allem im Glutamat- und Zuckergehalt des Seminalplasmas. Die ungewöhnlich hohen Gehalte 
an Glutamat im Vogelsperma müssen in der chemischen Zusammensetzung der verwendeten 
Spermaverdünner Berücksichtigung finden. Weitere Zusätze, wie verschiedene Zucker, sind 
weniger stark durch die Zusammensetzung des Seminalplasmas geprägt. So erzielen BECHSTEDT 
et al. (1974) gute Ergebnisse mit Zuckerzusätzen wie der Raffinose, stellen andererseits aber fest, 
dass Verdünner auf Milch-, Eidotter-, Eiweiß- und Tyrodebasis für Geflügelsperma ungeeignet 
sind. SEXTON (1977) entwickelt einen Verdünner auf Fruktosebasis und SCHRAMM (1984) 
verwendet Glukose und Inositol als Basis. BROCK (1991) arbeitet in ihren Versuchen zur KB der 
Haitiamazone mit einem von LAKE und STEWART (1978) entwickelten Geflügelspermaverdünner 
(Tab. 2).  
  Ein weiterer Zweck der Verdünner liegt in der Verbesserung der Haltbarkeit des Spermas. 
Unverdünnter Samen büßt innerhalb von 24 Stunden signifikant an Befruchtungsfähigkeit ein 
(GLEICHAUF 1983). Laut LORENZ (1969) begünstigt ein möglichst geringer Anteil der 
„transparent fluid“, ein Spermaverdünner und eine gleichmäßige Abkühlung auf die optimale 




  Anders als Säugetiersamen, hier vor allem Bullensperma, eignet sich Geflügelsperma durch den 
weitestgehenden Verlust der Befruchtungsfähigkeit nur bedingt für die Gefrierkonservierung. 
Ursache hierfür ist das im Vergleich zum Säuger empfindlichere Plasmalemm (GLEICHAUF 1983). 
Ferner wirken sich Kryoprotektiva, vor allem Glyzerin, negativ auf das Überleben der Spermien 
aus. Ungeachtet dessen gibt es Teilerfolge in der KB von Tiefgefriersperma auch beim Wild- und 
Ziervogel. So können Jungvögel des amerikanischen Turmfalken mit Tiefgefriersperma erzeugt 
werden (BROCK et al. 1983). In Besamungsversuchen, unter Verwendung zweier unterschiedlicher 
Konservierungsmittel, gelingt es, Wellensittichweibchen mit tiefgefrorenem Sperma zu 
befruchten. Aus 24 Eiern schlüpfen dabei nach einer Befruchtungsrate von 75% noch 12 Küken 
der ursprünglich 18 Embryonen (SAMOUR et al. 1988b). 
 
Tab. 2:  Zusammensetzung einiger Spermaverdünner (Angaben in mg/100 ml Aqua dest.) 
Inhalt     BECHSTEDT             SEXTON               SCHRAMM                     BROCK 









































































2. 6  Endoskopische Gonadendarstellung bei männlichen Papageien 
  Die Endoskopie der Geschlechtsorgane geht in ihrer geschichtlichen Entwicklung auf BAILEY 
(1953) zurück. Trotz zunehmendem Einsatz von nichtinvasiven Methoden ist die Endoskopie 
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eine der gebräuchlichsten Methoden zur Geschlechtsdifferenzierung bei monomorphen 
Vogelarten. 
  Mit dem linksseitigen chirurgischen Zugang zwischen letzter Rippe und dem M. iliotibialis 
cranialis wird dabei eine sichere Geschlechtsdifferenzierung auch bei monomorphen Vögeln 
ermöglicht. Beurteilbar sind mit dieser Technik die linksseitig liegenden Gonaden, wobei der 
rechte Hoden allenfalls durch die Luftsackwand durchscheinend gesehen werden kann (TAYLOR 
1998). Im Gegensatz zu nichtinvasiven Methoden bietet sie über die reine Geschlechts-
differenzierung hinaus den Vorteil der Gonadenbeurteilung (KORBEL 1999). 
  Die Geschlechtsorgane von Psittaciformes liegen zwischen der kranialen Nebenniere und der 
gelappten Niere. Die Hoden sind größer als die Nebennieren (MC DONALD 1982) und von 
bohnenförmiger Gestalt mit glatter Oberfläche (HARRISON 1978, TAYLOR 1995). Die Farbe der 
Gonaden von Vögeln wird dabei unabhängig vom Geschlecht als cremefarben beschrieben 
(TAYLOR 1995). Einige Arten haben wiederum schwarz pigmentiert Hoden, wie beispielsweise 
weiße Kakadus (Cacatua spp.). Die Nieren sind dunkelrot und die Nebennieren erscheinen 
gelborange (HARRISON 1978). Kaudal des Hodens verläuft der weiße, bei geschlechtsaktiven 
Vögeln in Windungen liegende Samenleiter in Richtung Kloake (TAYLOR 1998). 
  Problematisch gestaltet sich einerseits die endoskopische Geschlechtsdifferenzierung juveniler 
Vögel, wobei nach TAYLOR (1989) Ovarien größerer Psittaciformes dorsal im Vergleich zum 
zylindrischen Hoden abgeplattet sind. Andererseits ist die Aktivitätsbeurteilung der Gonaden 
beim männlichen Tier bis heute nicht befriedigend beschrieben. So beschreibt HEIDENREICH 
(1978) eine reisbesenartige Durchblutung bei großen Hoden und stellt diesen kleine und inaktive 
Hoden gegenüber. TAYLOR (1995) beschreibt, ohne auf die Zusammenhänge einzugehen, dass 
Hoden Aktivitätsphasen unterliegen und bis zu 500fach in ihrer Größe variieren können, wobei 
die Blutgefäße deutlicher sichtbar werden. Ebenfalls ohne nähere Angaben kann laut BREARLEY et 
al. (1991) aus der Form und der Vaskularisation auf die Hodenreife und aus der gelb-weißen 
Farbe auf die Hodenaktivität geschlossen werden. Beim weiblichen Vogel hingegen existieren 
Beurteilungskriterien, die sich vornehmlich anhand der unterschiedlichen Follikelgröße 
orientieren (SAMOUR 2000). 
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3  Tiere, Material und Methoden 
 
3. 1  Untersuchte Tiere 
  In dem Zeitraum April bis Juli 2001 wurden von insgesamt 41 klinisch gesunden männlichen 
Wellensittichen regelmäßig Spermaproben gewonnen und untersucht. Die Vor- sowie Haupt-
versuchsgruppen setzten sich aus 31 Vermehrungszuchtwellensittichen (Anhang I: Tab. 16) des 
Zoologischen Garten Halle und aus 10 Schauwellensittichen (Anhang I: Tab. 17) zusammen. Die 
Schauwellensittiche wurden als Leihgabe der „Vereinigung für Artenschutz, Vogelhaltung und 
Vogelzucht“ (AZ) zur Verfügung gestellt. Bei den Versuchstieren aus dem zweiten Vorversuch 
handelte es sich um 21 Vermehrungszuchtwellensittiche unterschiedlichen Alters des 
Zoologischen Gartens Leipzig. 
  In den Tabellen wurden, soweit sie bekannt waren, die Schlupfjahrgänge, die gemessene 
Scheitel-Steiß-Länge, die Körpermasse, welche die Tiere nach vier Wochen Gemeinschafts-
haltung erreicht hatten, sowie der Ernährungszustand dargestellt. Dazu wurde bei gestrecktem 
Hals mittels Maßband die Länge vom Scheitel bis zum Ansatz der inneren Schwanzfedern 
(Rectrices) gemessen. Durch Palpation der, durch die von Sternum und Brustmuskulatur gebildete, 
konvexe bis konkave Kontur wurde der Ernährungszustand von sehr schlecht über schlecht, 
mäßig und gut bis sehr gut beurteilt. 
 
3. 2  Unterbringung und Haltung der Vögel 
  Die Tiere waren gruppenweise in zwei Gesellschaftsvolieren untergebracht. Eine Gruppe von 
14 Vögeln wurde in einer Innenvoliere mit den Maßen 1,4 x 1,1 x 2,2 m gehalten. Die zweite 
Gruppe mit 27 Tieren wurde ebenfalls in einer Innenvoliere mit den Maßen 2,05 x 1,1 x 2,2 m 
untergebracht. Die Temperatur des Innenraums schwankte zwischen 18,8 und 21,2 0C. 
Künstliche Beleuchtung wurde täglich von 730 bis 1900 Uhr in Form von flackerfreien 
Leuchtstoffröhren eingeschaltet. Zusätzlich fiel über ein Fenster Tageslicht ein. 
  Wasser stand zur unbegrenzten Aufnahme bereit. Ebenso wurde ad libitum mit einer 
handelsüblichen Wellensittichfuttermischung auf Hirsebasis gefüttert. Zusätzlich wurden 
Hirsekolben und Grünfutter wie Salat, Gurken und Tomaten regelmäßig angeboten. Weiterhin 
wurde eine Vitamin- Mineralstoffmischung (Korvimin ZVT®; WDT, Garbsen) dem Futter 
beigemischt. Darüber hinaus stand Grit zur Aufnahme bereit.  
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3. 3  Versuchsanordnung 
 
3.3. 1  Vorversuche 
3.3.1. 1  Anatomische Grundlagen 
  Die von SAMOUR (1986b) beschriebenen Glomus seminale (s. 2.3.1.3) nehmen eine sehr wichtige 
Stellung für die Spermagewinnung ein. Um deren genaue Lage festzustellen, wurde vor Beginn 
der Untersuchungen bei einem verunfallten, sonst aber gesunden Wellensittichhahn eine Sektion 
im Institut für Veterinäranatomie durchgeführt. 
  Gemäß der allgemein üblichen Methode wurden die inneren Organe entnommen, abweichend 
hiervon wurde nur mit den Genitalorganen verfahren. Das Darmkonvolut wurde vor der Kloake 
abgesetzt. Der Hoden verblieb mit den Samen- und den Harnleitern in seiner natürlichen 
Position. Die Lage der Kloake mit dem anhängendem Urogenitaltrakt wurde dabei nicht 
verändert. Mit einem Schnitt wurde daraufhin das Lumen der Kloake in der Ventralen der Länge 
nach eröffnet und aufgeklappt. 
  Durch Ausdrücken von Samenflüssigkeit konnten nun die Glomus seminale mit den aufsitzenden 
Papillae ductus deferentes identifiziert und durch Zurückklappen der aufgeschnittenen Kloake genau 
in ihrer Lage rekonstruiert werden.  
 
3.3.1. 2  Entwicklung und Vergleich der verschiedenen Methoden der Spermagewinnung 
  Wie bereits unter 2.4.3 beschrieben, fehlen Literaturhinweise auf die Spermagewinnung bei 
Papageien im Allgemeinen und beim Wellensittich im Speziellen fast vollständig und beschränken 
sich in der Durchführung auf vage Angaben.  
  Die in den Ergebnissen näher beschriebenen Kapillar- und Massagetechnik wurden zunächst in 
den Vorversuchen entwickelt und im Laufe der Zeit verfeinert. Später wurden sie miteinander 
verglichen und anschließend auch an versuchsfremden Wellensittichen angewendet. 
 
3.3.1.2. 1  Kapillartechnik 
  Der Name Kapillartechnik bezeichnete die mit Druck durch eine Kapillare auf die Kloake (bzw. 
die Glomus seminale) ausgeführte Samengewinnung. Dieser Begriff wird im Fortlaufenden weiter 
verwendet. 
  In der Zeit von Mai bis Juni 2000 wurden von neun männlichen Vermehrungs-
zuchtwellensittichen Proben genommen. Die Probengewinnung fand jeden Werktag am späteren 
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Vormittag oder frühen Nachmittag zwischen 1000 und 1300 Uhr statt. Am 31.5.00 wurde die 
Gruppe auf insgesamt 24 Versuchstiere erweitert.  
Durchführung 
  Vor dem jeweiligen Versuchsbeginn wurden die Vögel einer kurzen Allgemeinuntersuchung 
unterzogen. Hierzu wurde jeweils das Verhalten im Käfig beurteilt. Das Gefieder, die 
Gliedmaßen und die natürlichen Körperöffnungen wurden inspiziert und ggf. palpiert. Im 
Bedarfsfall wurden weitere Untersuchungen eingeleitet.  
  Mit der Kapillartechnik wurde das Sekret gewonnen. Beim Auftreten von geringen Blutmengen 
an der Kloake oder in der Kapillare wurde der Versuch für das betroffene Tier abgebrochen. 
Nach der Gewinnung wurde zunächst das Sekret makroskopisch nach Volumen, Farbe (s. 
Hauptversuch: Spermiogramm beim Vermehrungszuchtwellensittich im Absamintervall von zwei 
Tagen) und auf Beimengungen wie Harnsäure und Blut beurteilt. 
Beurteilung und Dokumentation 
  Eine mikroskopische Beurteilung fand nach einer Eosin-Übersichtsfärbung (Durchführung s. 
Hauptversuch: Spermiogramm beim Vermehrungszuchtwellensittich im Absamintervall von zwei 
Tagen) statt, wobei das Vorhandensein von Spermatozyten, Blutzellen und Verunreinigungen 
durch Kot- und Harnanteile nur semiquantitativ beurteilt wurde.  
Probenumfang 
  In der angegebenen Zeit wurden mit dieser Methode insgesamt 184 Sekretentnahmen 
durchgeführt und dokumentiert (Anhang I: Tab. 18).   
 
3.3.1.2. 2  Massagetechnik 
  Diese Möglichkeit der Spermagewinnung wurde, analog der heute beim Nutzgeflügel üblichen 
Spermagewinnung, nach der zur Ejakulation führenden Massage benannt. Auch dieser Begriff 
wird im Weiteren verwendet.  
  Zunächst gelang zufällig es mittels Massage bei einem Wellensittich eine Ejakulation auszulösen. 
Anschließend wurde die Methode verfeinert und an 24 Versuchstieren ausgetestet. Der 
Vorversuch diente dabei der Beurteilung der Spermaproben.  
  Später wurden für Hauptversuche (s. 3.3.2.1.1 und 3.3.2.1.3) aus diesen Wellensittichen eine 
Gruppe von 15 Tiere zusammengestellt. Auch in diesem Versuch lag die Untersuchungszeit 
zwischen 1000 und 1300 Uhr. 
Durchführung 
  Die Vorbereitung umfasste auch bei dieser Versuchsserie die klinische Allgemeinuntersuchung. 
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  Mittels Massage wurde eine Ejakulation ausgelöst. Nach der Ejakulation saugte sich das Ejakulat 
durch Kapillarkräfte in die bereitgehaltenen Glaskapillare  
Beurteilung und Dokumentation 
  Die Dokumentation fand analog zu der unter Kapillartechnik aufgeführten Beurteilung und 
Dokumentation statt (Anhang I: Tab. 19). 
Probenumfang 
  Bis zu dem Beginn des Versuch 3.4.2.1.1 wurden mit dieser Variante der Spermagewinnung 110 
Proben genommen und untersucht. 
 
3.3.1. 3  Anwendung der Massagemethode an Tieren einer Fremdpopulation 
  Bei diesem Versuch sollte die Frage untersucht werden, ob sich mit der Massage auch eine 
Ejakulation am versuchsfremden und somit nicht an die Massage gewöhnten Tier auslösen lässt. 
Das Ziel war der physiologische Ablauf der Ejakulation und nicht die erfolgreiche Abgabe des 
Ejakulats.  
Durchführung 
 Die männlichen Wellensittiche (Vermehrungszuchtwellensittiche) des Zoologischen Gartens 
Leipzig wurden der Massagemethode unterzogen. Der Versuch fand im Dezember 2000 zwei 
Tage nach einem Temperatursturz von 100 K statt. Die Tiere waren in einer Außenvoliere mit 
beheiztem Innenraum untergebracht. 
Beurteilung und Dokumentation 
  Dokumentiert wurden neben der Ringnummer, das Spermavolumen, die Farbe des Ejakulats, 
der pH-Wert des Ejakulats und die Anzahl der Massageversuche, die nötig waren, eine 
Ejakulation auszulösen. Um die Belastung der Tiere möglichst gering zu halten, wurde nach vier 
fehlgeschlagenen Spermagewinnungen der Versuch für den Vogel abgebrochen und als 
Fehlversuch dokumentiert (Anhang I: Tab. 20).  
Probenumfang 
  Es wurden 21 Vögel untersucht.  
 
 
3.3.1. 4  Austesten des Vorverdünnungsmediums 
  Um das gewonnene Volumen zu erhöhen und um die Spermienkonzentration für die 
Motilitätsbestimmung herabzusetzen, musste das Ejakulat verdünnt werden. Hierfür wurden drei 
Medien bezüglich ihrer Auswirkungen auf die Spermienmotilität verglichen. 
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Durchführung 
  Im Zuge des Vorversuchs „Massagetechnik“ wurde von drei der Vermehrungs-
zuchtwellensittiche Sperma für diesen Versuch gewonnen. Die drei Ejakulate hatten ein Volumen 
von 1,6 µl, 2,3 µl und 4,3 µl. Diese wurden jeweils gedrittelt und auf einen Objektträger gegeben. 
Jeweils 20 µl der auf 37°C vorgewärmten Lösungen  
1. Ringer-Infusionslösung (Delta Pharma, Phuhlingen)              
2. 5%ige Glukose-Infusionslösung (Serrag-Wiessner GmbH&CoKG, Naila)                      
3. eine Mischung aus Ringer-Infusionslösung und 5%ige Glukose-Infusionslösung im
 Verhältnis 5:1  
wurden mit einer Eppendorfpipette hinzugefügt und einzeln mit einem vorgewärmten Deckglas 
bedeckt.  
Beurteilung und Dokumentation 
  Unter dem Phasenkontrastmikroskop (Zeiss-Jenalab; Fa. Zeiss, Oberkochen) wurde bei 
400facher Vergrößerung mit Grünfilter die Ausprägung der Spermienmotilität semiqualitativ 
beurteilt und dokumentiert. Ermittelt wurde zusätzlich die Zeit, nach der augenscheinlich nur 
noch die Hälfte der vorwärtsbewegliche Spermien beweglich waren („Halbwertszeit“) (Tab. 9). 
 
 
3.3. 2  Hauptversuche 
3.3.2. 1  Spermiogramm 
  Ziel der folgenden Versuche war die Ermittlung von spermatologischen Grundlagen. Ferner 
sollten in diesem Zusammenhang der Einfluss der Rasse und der Einfluss der Absamfrequenz 
auf die Spermawerte (Spermiogramme) untersucht werden. 
 
3.3.2.1. 1  Spermiogramm vom Vermehrungszuchtwellensittich im Absamintervall von zwei 
Tagen 
Durchführung 
  Es wurden 15 Wellensittiche aus dem Vorversuch „Massagetechnik“ in diesen Versuch 
verwendet. Sperma wurde im Zeitraum von Juni bis August 2000 jeden zweiten Tag zwischen 
1100 und 1430 Uhr gewonnen. 
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Beurteilung und Dokumentation 
  Nach dem Fangen und der Allgemeinuntersuchung wurde der Vogel adspektorisch auf seinen 
Mauserstatus untersucht, wobei hier jedoch nur die Kopffluren und Brustfluren begutachtet und 
als Kopfmauser (KM) und als Körpermauser (KöM) tabellarisch dokumentiert wurden.  
  Mittels Massagemethode wurde das Sperma gewonnen. Das Sperma wurde den im folgenden 




  Durch das Aufsaugen des Spermas in einer in 1 µl Skalenschritten, diese maßen jeweils 7 mm, 
skalierten Glaskapillare (Wiretrol® 1 to 5 µl; Drummond Scientific Company, Broomall, USA) 
konnte das Volumen auf ca. 0,1 µl abgeschätzt werden. Das Probenvolumen stellte sich als 
Problem für die weiteren Untersuchungen heraus. So konnten abhängig vom Spermavolumen 
nicht alle Messgrößen erfasst werden. Lag das Volumen unter 0,3 µl, wurde infolge von zu 
erwartenden Messungenauigkeiten nur eine makroskopische Untersuchung durchgeführt und 
eine Supravitalfärbung angefertigt. Lag es bis 0,9 µl, wurden neben der makroskopischen 
Auswertung nur die Motilität und die Konzentration, nicht aber die Lebend-Tot-Rate, bestimmt. 
Lag das Volumen zwischen 0,9 und 1,4 µl, wurden alle Messungen mit Ausnahme des pH-Wertes 
durchgeführt. Ab 1,4 µl konnten alle Parameter ermittelt werden. 
II. Farbe: 
  Über die Volumenmessung hinaus ermöglichte die Glaskapillare eine eindeutige 
Farbbeurteilung. Die Farbe wurde mittels folgendem Schlüssel dokumentiert: 
we = kalkweiße Probe,  mi  =  milchig-opak,   
ge =  gelblich,  go  =  gelborange, 
o =  leuchtend orange,  dr  =  dunkelrot 
Ferner wurden folgende Zusatzzeichen als Vorzeichen eingesetzt: 
kl =  wässrig-klare Probe,    
rö  =  rötliche Beimengungen bei erhaltener Grundfarbe, 
dr  =  dunkelrote Beimengungen bei erhaltener Ejakulateigenfarbe 
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Chemisch – physikalische Untersuchung 
I. pH-Wert: 
  Die pH-Wert Bestimmung erfolgte unmittelbar nach der Spermagewinnung am nativen Ejakulat 
mittels Indikatorteststreifen (Spezialindikatorpapier: pH Messbereich: 6,5–10,0; Merck MSD 
Sharp & Dohme GmbH, Haar). Hierfür wurde ein mindestens 0,5 µl umfassender 
Ejakulatstropfen auf dem Testfeld des Indikatorpapiers verteilt, und nach 30 Sekunden wurde die 
Farbänderung mit dem Kallibrationstreifen verglichen. Kleinere Proben waren infolge zu kleiner 
räumlicher Größen der Farbveränderungen nicht zu beurteilen. Ebenso wurden dunkelrote 
Proben infolge der entstehenden Farbabweichungen nicht untersucht.  
 
Mikroskopische Untersuchung 
I. Supravitalfärbung (Eosin B-Färbung): 
  Auf einem auf 37°C vorgewärmten Objekträger wurde neben einem kleinen Tropfen 
Nativsperma (dieser sollte infolge der sehr hohen Spermienkonzentration 0,5 µl nicht 
überschreiten) ein ähnlich großer Tropfen Eosinfärbelösung aufgetropft. Die Tropfen wurden 
miteinander vermischt und anschließend mittels eines zweiten Objekträgers möglichst dünn 
ausgestrichen. Die für die Färbung benötigte 2 %ige Eosinlösung wurde wie folgt hergestellt: 
2 g Eosin und 3 g Trinatriumcitratdihydrat wurden auf 100 ml mit Aqua destillata aufgefüllt und 
gemischt. Im Anschluss wurde die entstandene Färbelösung filtriert.  
  Im Hellfeld des Mikroskops (Zeiss-Jenalab; Zeiss, Jena) wurden 200 Spermien nach dem 
Trocknen des Ausstriches bei 400facher Vergrößerung ausgezählt. Von den ungefärbten 
Spermien wurde der Anteil der aufgequollenen und angefärbten Zellen (tote Zellen) subtrahiert 
und der ermittelte Wert in Prozent angegeben. 
  Im Vorversuch wurde sich zunutze gemacht, dass sich mit dieser Färbung durch die Erhöhung 
des Farbkontrastes auch andere Strukturen unspezifisch anfärben lassen. So wurden Zellgrenzen, 
Kristalle und Kotbestandteile deutlich sichtbar.  
 
Verdünnen der Spermaprobe: 
  Infolge der sehr kleinen Ejakulatvolumina war es notwendig, das gewonnene Sperma zu 
verdünnen. Für diese Verdünnung fand die 1%ige Glukose-Ringer-Lösung aus dem Vorversuch 
Verwendung. Die aus den vorhergehenden Untersuchungen verbliebene Spermamenge wurde 
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ermittelt und in ein Uhrglas gegeben. In das Uhrglas wurden zusätzlich mit einer Eppendorf-
pipette genau 50 µl der auf 37°C vorgewärmten 1%igen Glukoselösung pipettiert. Durch 
mehrmaliges Aufziehen in die Pipettenspitze wurden beide Flüssigkeiten miteinander vermischt. 
 Die Verdünnungslösung wurde jeweils zu Beginn der Spermagewinnung frisch aus 5 ml 5%iger 
Glukose Lösung (Serrag-Wiessner GmbH & CoKG, Naila) und aus 20 ml Ringer-
Infusionslösung (Delta Pharma, Phuhlingen) angesetzt. 
 
II. Motilitätsbestimmung: 
  Unmittelbar nach dem Verdünnen wurde mit einer Eppendorfpipette ein etwa 10 bis 20 µl 
großer Tropfen der Spermalösung auf einen vorgewärmten Objektträger gegeben und mit einem 
ebenfalls angewärmten Deckglas abgedeckt. 
  Das Präparat wurde sofort unter dem Phasenkontrastmikroskop (Leica DMLB; Fa. Leitz) bei 
400facher Vergrößerung mit einem Grünfilter beurteilt. Zunächst wurde im Zentrum eines 
Blickfeldes beurteilt, ob mehr oder weniger als 50% der Spermien vorwärtsbeweglich waren. 
Dann wurde erneut beurteilt, ob mehr oder weniger als 25% bzw. 75% der Spermien motil 
waren. In einem letzten Schätzvorgang wurde die Motilität auf ein 10 Prozentpunkte 
umfassendes Intervall eingegrenzt. Dieser Vorgang wurde in zwei weiteren Blickfeldern 
wiederholt. Die Berechnungsgrundlage für die Normwerte lieferte ein hieraus gemitteltes 10% - 
Intervall. Die Dokumentation erfolgte demgegenüber im zentralen Wert dieses Intervalls. 
 
III. Konzentrationsbestimmung: 
  Für die Konzentrationsbestimmung wurde mit der Zählkammer nach BÜRKER - TÜRK 
gearbeitet. Diese wurde durch das Aufschieben eines geschliffenen Deckglases vorbereitet. Auch 
hier wurde das vorverdünnte Sperma verwendet. Dies wurde erneut in einer Erythrozyten-
mischpipette verdünnt. Dazu wurde die Spermalösung bis zur Marke 0,5 aufgezogen und die 
äußere Oberfläche der Pipette sorgfältig mit Zellstoff abgewischt. Anschließend wurde mit Aqua 
destillata das Kölbchen bis zur Marke 101 aufgefüllt, um ein Mischungsverhältnis von 1 : 200 zu 
erreichen. Die beiden Kapillaröffnungen wurden mit zwei Fingern verschlossen, die Pipette 
mindestens 20mal umgeschwenkt, um eine ausreichende Durchmischung zu erreichen. Nach 
dem Verwerfen der ersten austretenden Tropfen wurde die Zählkammer gefüllt. Nach 
fünfminütigem Sedimentieren wurden die Spermatozoenköpfe gezählt. Dazu wurden in jeder 
Zählkammerhälfte fünf mittelgroße Quadrate ausgezählt. Die Spermienköpfe, die auf der linken 
und unteren Begrenzung lagen, wurden mitgezählt.  
3  Tiere, Material und Methoden 
 34
  Aus den Verdünnungen, den ausgezählten Flächen und der Kammerhöhe ergaben sich folgende 
Berechnungsfaktoren:  
Anzahl Spermien     : A   
Vorverdünnungfaktor     : G = (Spermavolumen (µl) + 50 µl)/ 
               Spermavolumen (µl) 
Verdünnungsfaktor ( Mischpipette )   : V = 200 
Fläche eines mittelgroßen Quadrats   : F1 = 1/25 mm2  
Fläche von 2 x 5 mittelgroßen Quadraten  : F  = 10/25 mm2 
Kammerhöhe      : h  = 1/10 mm 
  Im Gegensatz zu der sonst üblichen Berechnung der Spermienkonzentration, die nur die Anzahl 
der ausgezählten Spermien als Variable berücksichtigt, ergab sich, wenn man diese Faktoren zu 
einer Formel zusammenfasst, die folgende Gleichung mit zwei Variablen:           
K ( Spermien / µl ) = A x G / (V x F x h)       
         = A x G / (10/25   x  1/10  x  1/200)      
                    = A x G x 5000  
         = Anzahl ausgezählter Spermien x (Spermavolumen (µl) + 50 µl) / 
             Spermavolumen(µl)) x 5000  
  Durch Multiplikation des Volumens (V) mit der Konzentration (K) wurde die 
Spermiengesamtzahl (N) ermittelt. 
N (Spermiengesamtzahl) = V x K 
  Die aus dem Untersuchungsgang resultierenden Parameter wurden tabellarisch notiert, wobei in 
diesem Versuch der pH-Wert nicht berücksichtigt wurde (Anhang I: Tab. 21 – 35). 
Probenumfang 
  In dem oben angegebenen Zeitraum wurden 224 Absamungen durchgeführt, dokumentiert und 
ausgewertet. 
 
3.3.2.1. 2  Spermiogramm vom Schauwellensittich im Absamintervall von zwei Tagen 
Durchführung 
  Die 10 in diesem Versuch eingesetzten Tiere wurden von der AZ zur Verfügung gestellt 
(Anhang I: Tab. 17). Im Zeitraum November bis Dezember 2000 wurden jeden zweiten Tag 
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Proben gewonnen. Der Untersuchungszeitpunkt lag in den frühen Nachmittagsstunden zwischen 
1300 und 1500 Uhr. 
Beurteilung und Dokumentation 
  Der Versuchsaufbau und die weitere Beurteilung waren identisch mit dem vorherigen Versuch. 
Jedoch wurden hier zusätzlich in regelmäßigen Abständen der pH-Wert der Proben mittels 
Indikatorpapier bestimmt. Dieser Wert schlägt sich somit auch in der Dokumentation (Anhang I: 
Tab. 36 – 45) nieder. 
Probenumfang 
  Es fanden 122 Probenentnahmen mit den entsprechenden Untersuchungen statt. 
 
3.3.2.1. 3  Spermiogramm vom Vermehrungszuchtwellensittich im Absamintervall von         
sieben Tagen 
Durchführung 
  Es wurden 16 Tiere deseminiert. Bei 14 dieser Vögeln handelte sich um Tiere aus Hauptversuch 
3.3.2.1.1. Dies diente dem späteren individuellen Vergleich der Versuchsergebnisse zwischen den 
zwei unterschiedlichen Absamfrequenzen. Der Versuch fand in dem Zeitraum von Januar bis 
Mai 2001 statt. Die Tiere wurden vormittags zwischen 1000 und 1200 Uhr im Wochenabstand 
abgesamt. 
Beurteilung und Dokumentation 
  Sowohl die Durchführung als auch die Dokumentation gleicht prinzipiell dem unter 3.3.2.1.1 
beschriebenen Hauptversuch, beinhaltete aber ebenfalls die pH-Wert Bestimmung (Anhang I:   
Tab. 46-61). 
Probenumfang 
 Im genannten Zeitraum fanden 320 Spermagewinnungen und deren Untersuchung statt. 
 
3.3.2.1.4  Spermiogramm vom Schauwellensittich im Absamintervall von sieben Tagen 
Durchführung  
  Infolge eines verunfallten (Nr. 3) und eines unfruchtbaren Wellensittichs (Nr. 10) handelte es 
sich um acht der ursprünglich 10 Schauwellensittiche aus Versuch 3.3.2.1.2, die mittels Massage 
deseminiert wurden. Der Versuch fand in demselben Zeitraum wie Versuch 3.3.2.1.3 statt. 
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Beurteilung und Dokumentation 
  Die Durchführung war identisch mit dem vorhergehenden Versuch. Die Dokumentation fand 
ebenfalls tabellarisch statt (Anhang I: Tab. 62-69). 
Probenumfang 
  Es wurden 139 Absamversuche und deren Auswertungen berücksichtigt. 
 
 
3.3.2. 2  Einfluss der Mauser auf die Spermienmorphologie 
  Aus den Ergebnissen der vorangegangenen Hauptversuche ließ sich ableiten, dass die Mauser 
einen starken Einfluss auf das Spermiogramm der Vögel hatte. In diesem Versuch sollte daher 
untersucht werden, ob pathologische Spermienformen in ihrem Auftreten ebenfalls durch die 
Mauser beeinflusst werden. Dies setzte zusätzlich das Ermitteln des Anteils morphologisch 
abweichender Spermatozyten in der Produktionsphase voraus. 
Durchführung 
  Es wurden 12 Vermehrungszuchtwellensittiche für diese Untersuchung verwendet. In dem 
Zeitraum von März bis Juni 2001 wurden die Vögel dreimal wöchentlich (montags, mittwochs 
und freitags) zwischen 1100 und 1200 Uhr mittels Massage abgesamt. Die Tiere wurden für den 
Versuch einer kurzen klinischen Untersuchung unterzogen. 
Beurteilung und Dokumentation 
 Mit der Domestizierung ging bei dem heute gezüchteten Wellensittich der natürliche 
Mauserrhythmus verloren. Um dennoch einen ungefähren Mauserstatus zu erfassen, wurde die 
Befiederung folgender vier Federflure beurteilt: 
1. Kopfflure  ( Pterylae capitis ), 2. Brustflure     ( Pterylae sternales et pectorales),  
3. Handschwingen  (Remiges primarii) und  4. Schwanzfedern   (Rectrices) 
  Dazu wurde zunächst durch Streichen über die Federn festgestellt, ob ein Federverlust (Fv) in 
der entsprechenden Federflur vorliegt. Als zweites wurden eventuell vorhandene Federscheiden 
beurteilt. Lagen sie unter den alten Konturfedern, wurden sie als kurz geschoben (ks), lagen sie 
sichtbar über den sie umgebenden Konturfedern, so wurden sie als lang geschoben (ls) 
angesprochen. Dies wurde nur qualitativ und nicht quantitativ erfasst. Entsprechend dieses 
Schlüssels wurde die Mauser tabellarisch für den jeweiligen Vogel dokumentiert. 
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 Mittels Massage wurde anschließend Sperma gewonnen. Hiervon wurde Farbe und Volumen 
dokumentiert und eine Einteilung der Spermienmorphologie vorgenommen. 
  Beurteilt wurde der durch Eosin gefärbte Spermaausstrich mit Immersionsöl im Mikroskop 
(Leica DMLB; Leica Microsystems GmbH, Heidelberg) bei 1000facher Vergrößerung. Es wurden 
jeweils 200 Zellen ausgezählt und dabei den in Tab. 3 beschriebenen, acht morphologisch 
abweichenden Formen tabellarisch zugeordnet. Abb. 21 und 22, sowie die in den Tab. 14 und 15 
verwendeten Fotos wurden digital von Eosin-gefärbten Ausstrichen mittels Axio Cam Color bei 
1000facher Vergrößerung (Axioskop 2 plus; Carl Zeiss Jena GmbH, Jena) im Institut für 
Immunulogie angefertigt. 
Tab. 3:  Pathologische Zellformen (Arbeitsblattausschnitt) 
morphologisch abweichende Spermatozoen 




verkürzt geknickt Plasmatropfen Sonstige geknickt Sonstige alle Formen
  Diese Tabelle basierte auf einer Einteilung der häufigsten vorkommenden morphologischen 
Abweichungen, wobei sich eng an die Klassifizierung von Ganterspermien nach MARVAN (1981) 
gehalten wurde. Die Untersuchungsergebnisse wurden dokumentiert. 
Probenumfang 
  In den Auswertungen wurden infolge von fünf Vögeln, die eine dauerhafte Aspermie aufwiesen, 
nur 255 erfolgreiche Einzeluntersuchungen berücksichtigt (Anhang I: Tab. 72-78). 
 
3.4.2. 3 Beziehung zwischen der Spermaproduktion und der Darstellung der männlichen 
Geschlechtsorgane in der Endoskopie 
  Unter Zuhilfenahme der Spermamenge und -qualität sollten die Hodenaktivität ermittelt und 
der Zusammenhang mit dem endoskopischen Bild des Urogenitaltrakts aufgezeigt werden.  
Durchführung 
  Alle Wellensittiche wurden nach Beendigung der vorangegangenen Hauptversuche 
endoskopiert. Zur Durchführung wurde ein starres 1,9 mm Endoskop (Karl Storz, Tuttlingen) 
mit 0 0-Blickwinkel verwandt. Ein Kameraaufsatz ermöglichte eine Videoaufzeichnung. 
Abweichend hiervon wurden vier Vögel mit einem starren 2,7 mm Endoskop (Karl Storz, 
Tuttlingen) mit 30 0-Blickwinkel endoskopiert und mittels Digitalkamera fotografiert (s.      
Anhang II). Als Lichtquelle fungierte eine Xenon-Kaltlichtquelle mit Lichtleiterkabel. 
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  Die Endoskopie wurde am nüchternen Wellensittich durchgeführt. Der Vogel wurde zunächst 
mit 5 Volumenprozent Isofluran über Atemmaske narkotisiert. Bei Erreichen des 
operationsfähigen Zustandes wurde die Isofluranzufuhr je nach Bedarf auf 1,5 bis 2,5 
Volumenprozent reduziert. Mit nach dorsal gestreckten Flügeln wurde der auf der rechten Seite 
liegende Vogel auf einer Wärmematte durch einen Helfer fixiert. Dabei wurden die 
Beckengliedmaßen kaudal gestreckt.  
  Es wurde nach dem von BAILEY (1953) beschriebenen Verfahren für die endoskopische 
Geschlechtsbestimmung vorgegangen. Zunächst wurde in das Dreieck kaudal der letzen Rippe, 
dorsal des geraden Bauchmuskels (M. rectus abdominis) und kranial des großen 
Oberschenkelmuskel (M. iliotibialis cranialis) mit einer spitzen Schere eine kleine Hautinzisur 
zwischen die Federn gesetzt. Mit einer gebogenen Aterienklemme wurde die Muskelfaszie der 
schrägen Bauchmuskeln und das Epithel des kaudalen Bauchluftsackes (Saccus pneumaticus 
abdominalis caudalis) stumpf durchstoßen. Zwischen den geöffneten Schenkeln der Aterienklemme 
wurde das Endoskop in den Luftsack geführt. Auf der gegenüberliegenden Seite des Luftsacks 
liegen paramedian die von Luftsackdivertikeln (Diverticula perirenalia) verdeckten Organe des 
Urogenitaltrakts. Nach Umgehung der verdeckenden Divertikel wurden die Organe des linken 
Urogenitaltrakts einer Adspektion zugänglich. Diese wurden über ein Kamera-Videosystem 
aufgezeichnet. Neben dem Hoden, dem Nebenhoden und dem Samenleiter wurden auch die 
angrenzenden Organe wie die Niere mit ihrem kranialen und medialen Pol und die Nebenniere in 
der jeweiligen Lage zu den Geschlechtsorganen aufgenommen.  
  Nach dem Entfernen des Endoskops wurde die Haut zusammen mit der Faszie mit 
resorbierbaren Nahtmaterial (Vicryl®; Ethicon GmbH, Norderstedt) der Stärke 5–0 mit einem 
Knopfheft verschlossen. Gleichzeitig wurde die Atemmaske entfernt. Die nächste Stunde wurde 
der Vogel ruhig in einem kleinen Käfig gehalten. 
Beurteilung und Dokumentation 
  Zwei Tage vor der Endoskopie wurde bei den Vögeln Sperma (Probe T0) mittels Massage 
gewonnen, um die Spermienspeicher zu entleeren. Durch erneutes Absamen (Probe T2) am Tag 
der Operation wurde sichergestellt, dass nur die im zwischenzeitlichen Zweitagesintervall 
produzierte Spermamenge für die Aktivitätsbeurteilung des Hodens herangezogen wurde. Beide 
Ejakulate wurden auf Farbe und Volumen beurteilt. Die Probe T2 wurde mit den 
Durchschnittswerten des Vogels aus den vorausgegangenen Versuchen verglichen. Daraus leitete 
sich der Status der Spermienproduktion ab. Die hieraus resultierende Hodenaktivität wurde in 
Beziehung zu der endoskopischen Gonadendarstellung gesetzt.  
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  Anschließend wurden den Farb- und Organbeschreibungen (Ordinalwerte), mittels Schlüssel 
(Anhang I: Tab. 70), Zahlenwerte zugeordnet. Diese wurden neben der Ringnummer und der 
Hodenaktivität tabellarisch festgehalten. Im Vorfeld wurde die Hodenaktivität durch den 
Vergleich zwischen der Probe T2 und dem durchschnittlichen Ejakulatvolumen (des jeweiligen 
vorausgegangenen Hauptversuchs) ermittelt und in dem unter 3.4 beschriebenen Rangsystem 
angegeben. 
Probenumfang 
  Insgesamt wurden 28 Vermehrungszuchtwellensittiche, hiervon einer infolge ungeklärter 
spermatologischer Befunde doppelt, und neun Schauwellensittiche jeweils nach Beendigung der 
anderen Hauptversuche auch aus diagnostischen Gründen endoskopiert und dokumentiert 
(Anhang I: Tab. 71).  
 
3. 4  Textverarbeitung und Statistik 
  Die Datenerfassung der Versuche erfolgte in Tabellen des Computerprogramms Excel/Office 
98. Die statistische Auswertung der einzelnen Versuche fand unter Mithilfe und Unterstützung 
im Fachbereich Mathematik und Informatik der Universität Osnabrück statt. Auch hier wurde 
weiterhin im Programm Excel gearbeitet. Ein Teil der Werte wurde in das Computerprogramm 
SPSS (Version 10.0; Fa. SPSS-Inc.) übertragen und weiterverarbeitet.  
 
Vorversuche 
  In der Anwendung der Massagemethode an Tieren einer Fremdpopulation wurde das 95% 
Konfidenzintervall sowohl für eine erfolgreiche Ejakulation als auch für eine erfolgreiche 
Spermagewinnung angegeben. Dieses Intervall galt als ein Maß für die Reproduzierbarkeit des 




  In der Regel setzte bei den Vögeln zeitgleich mit einer Phase der verringerten und z. T. auch der 
sistierenden Spermaabgabe die Mauser ein. Eine allgemeingültige Unterscheidung der 
Produktions- und der produktionslosen (~Mauser-) Phase wurde anhand des Hilfsparameters der 
Spermiengesamtzahl erklärt. Die Grenze zwischen beiden Phasen wurde dabei durch eine 
Spermienabgabe von 30 % des individuellen Mittelwertes des Beobachtungszeitraumes definiert.  
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Volumen, Konzentration und Spermiengesamtzahl 
  In der Auswertung wurde parameterweise vorgegangen. So wurde zunächst von jedem 
einzelnen Vogel der parameterspezifische Median mit den zugehörigen 25 % und 75 % 
Quartilen, die Mittelwerte mit der Standardabweichung sowie die Minimal- und die Maximalwerte 
bestimmt. Diese Werte wurden sowohl für die Spermienproduktionphase als auch als globale 
Werte über die produktionslose und produktive Phase bestimmt und in modifizierten 
Boxdiagrammen dargestellt. Der Vergleich der im Folgenden verwendeten Mittelwerte mit den 
Medianen zeigte kaum Unterschiede.  
  Auf Grund der Datenläufe (stark differierende individuelle Mittelwerte (x i), 
Standardabweichungen (σi),Varianz (σi2) und das Auftretens der „Maximalabgabe“) sowie des zu 
geringen Datenumfanges war eine Varianzanalyse der Werte nach dem Schema (yij=x +ai+εij) 
nicht möglich. Bspw. erwies sich die Standardabweichung für das Volumen annähernd 
proportional zum jeweiligen Mittelwert. Dennoch konnte aufgrund des in der Biologie weithin 
anwendbaren „zentralen Grenzwertsatzes“ zumindest für den Zeitraum der produktiven Phase 
(exkl. der „Maximalabgabe“) eine Normalverteilung angenommen werden. So wurde eine 
Zerlegung der Gesamtvarianz in die Populationsvarianz (σpop2) und individueller Varianz (σi2) 
durch die unten genannten Formel vorgenommen.  
  Auch für die weitere Berechnung wurden aus den individuellen Mittelwerten (x i) durch 
folgende Gleichungen wiederum angeglichene populationsspezifische Mittelwerte (x pop) mit der 
zugehörigen ebenfalls angeglichenen Standardabweichung (σpop) gebildet: 
                        k          ni           k       ni 
x pop= 1/n ∑  ∑ yij     und  σpop2 =  1/(n - 1) ∑ ∑( yij-x pop)2 
                    i=1         j=1            i=1         j=1  
     
               k         ni
 
            ⇔ σpop2= 1/(n - 1) ∑ ∑(yij – x i)2+(x i–x pop)2 
       i=1       j=1  
                  k                                 k                          
 
⇔ σpop2=∑(ni-1)/(n-1)σi2+∑ni/(n-1)(x i-x pop)2 
               i=1              i=1 
 
wobei   n = Anzahl aller Messwerte,       
  k = Anzahl Wellensittiche,       
  ni = Anzahl Messungen am i -ten Wellensittich und   
  yij = j – te Messwert  am i -ten Wellensittich   
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  Diese ermittelten Werte (x pop und σpop) wurden dann als Grundlage für die Normwertbereiche 
in den Spermiogrammen verwendet. Um hieraus ein 90 % Konfidenzintervall für die Population 
zu ermitteln, wurde nach folgendem Modell vorgegangen:  
Konfidenzintervall = [x pop ± z σpop ] 
 
wobei z 90% Kon = Koeffizient der Standardnormalverteilung für das 90% Konfidenzintervall 
   = 1,65 
Motilität 
  Im Unterschied zu den anderen Parametern wurde aus der geschätzten 10 %-Spanne der 
Vorwärtsbeweglichkeit zunächst der zentrale Wert gebildet und bei der Angabe der 
Konfidenzintervalle wieder 5% addiert bzw. subtrahiert. 
Supravitalfärbung 
  Auch hier erfolgte eine Ermittlung der individuellen Mittelwerte (x i). Die Streuung von x i war 
so gering, dass in dem Spermiogramm nur der populations- und frequenzabhängige Mittelwert 
(x pop) mit dem 90 % Konfidenzintervall angegeben wurde, ohne nach dem oben beschriebenen 
Muster die angeglichenen Werte zu bestimmen. Auch diese Werte wurden für die beiden 
Populationen auf ihre Unabhängigkeit überprüft. Darüber hinaus wurde der Korrelations-
koeffizient zwischen der Motilität und der Lebend-Rate berechnet und statistisch mittels t - Test 
nach Fisher überprüft.  
Farbe 
  Die Farbe wurde in die zwei bestimmenden Hauptfaktoren Eigenfarbe und Anfärbungen durch 
Blutbeimengungen zerlegt. Beide Faktoren wurden nach folgendem Muster in Ränge eingeteilt: 
Eigenfarbe:   klar     =  0,5,  
 durchscheinend milchig  =  1 und 
 milchig trüb    =  2  
Blutanfärbung: hell orange    =  0,5, 
 durchscheinend rötlich  =  1 und 
 dunkelrot    =  2 
  Mittels modifiziertem Spearman-Rangkorrelationskoeffizienten wurde die Abhängigkeit 
zwischen Blut und Motilität, Blutanfärbung und Konzentration sowie Eigenfarbe und 
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Konzentration ermittelt. Diese Werte wurden jeweils durch einen Signifikanztest nach Fisher (t-
Test) abgesichert.  
  Um von der Trübung auf die Konzentration schließen zu können, wurden die Mittelwerte 
(x Rang) und deren Standardabweichung (σRang) der zu den Rängen gehörigen Konzentrationen 
ermittelt. Auf deren Basis wurden drei Konzentrationsbereiche (x Rang± σRang) als 68% Konfidenz-
intervalle angegeben.   
Vergleich zwischen Vermehrungszucht- und Schauwellensittichen  
  Die Unabhängigkeit der angegebenen Wertebereiche für Vermehrungs- (Population 1) und 
Schauwellensittiche (Population 2) wurden auf der Basis des 2-Stichproben t-Test durchgeführt. 
Die Basis hierfür liefert die Formel: 
   x pop1-x pop2   ≤  z (σpop12 / n1 + σpop22 / n2)1/2  
 
wobei    x pop1 , x pop2  =  Mittelwerte von Population 1 und 2,   
    σpop1, σpop2   = Standardabweichung für Population 1 und 2  und
    n1 , n2   =  Probenanzahl in Population 1 und 2  
 
Vergleich der Absamfrequenzen 
 Dieser Vergleich konnte nur, infolge der starken Schwankungen innerhalb der Population, auf 
einem individuellen Vergleich beruhen. Um eine statistische Relevanz zu erreichen, wurden nur 
die 22 Vermehrungszucht- und Schauwellensittiche, die in beiden Frequenzen abgesamt wurden 
(14 Vermehrungszucht- und acht Schauwellensittiche), zunächst zu einer Population zusammen-
gefasst und erst in einem nächsten Schritt als Einzelpopulation betrachtet.  
  Die gemessenen Individualmittelwerte für das 2-Tages-(x i2Ta) und für das 7-Tages-
absamintervall (x i7Ta), wurden parameterweise von allen Tieren einerseits als Quotient dargestellt, 
andererseits wurden sich diese in Scatterboxdiagrammen gegenübergestellt. In diese 
Streuwertdiagramme wurden Regressionsgeraden gelegt, deren Steigung und der 
Verschiebungsfaktor b die Abhängigkeit des x  - Wertebereichs (x i2Ta) (2-Tagesintervall) vom y- 
Wertebereich (x i7Ta) (7-Tagesintervall) genauer als die globalen Quotienten angibt.  
 
Einfluss der Mauser auf die Spermienmorphologie 
  Allgemein basierte die Auswertung auf dem Erstellen von Spearman-Rang-Korrelations-
koeffizienten (ρ). Dafür wurde von jedem Wellensittich zunächst der Volumenmittelwert (x i) 
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über die Messwerte (yges) erhoben. Im Anschluss wurden die Volumina (yVol) in % von x i 
dargestellt. Den prozentualen Volumina wurden nach folgenden Schema Ränge zugeordnet:  
0%   = 0,       0%<y<50%  = 1, 
50%<y<100%  = 2,  100%<y<200%   = 3  und 
 200%<y  = 4  
  Für die Mauser jeder einzelnen Federflure wurden in Abhängigkeit von dem Volumen über alle 
ermittelten Wellensittiche Korrelationskoeffizienten ermittelt. Diese wurden der Größe nach 
geordnet und mit der folgenden Rangzahl versehen:  
Flügelfedern  = 1,  Kopfflure  = 2, 
Schwanzflure  = 3 und   Brust-Bauchflure = 4 
  Je nach Auftreten wurden die Ränge zu yMauser addiert und zunächst für jeden einzelnen 
Wellensittich der individuelle Korrelationskoeffizient ρi in Abhängigkeit von yVol bestimmt. Im 
Anschluss wurde ρpop über die Population bestimmt.  
  Ferner wurden für die morphologischen Veränderungen Pearson-Korrelationskoeffizienten 
über die Anzahl und den Mauserstatus yMauser ermittelt, um Abhängigkeiten festzustellen. Aus 
mauserfreien Intervallen wurden über die Population Mittelwerte (x pop) und die 
Standardabweichung (σpop) der jeweiligen Zellveränderung bestimmt. Diese wurden zusätzlich als 




  Hier war das Ziel eine Beziehung zwischen den einzelnen endoskopischen Befunden sowie der 
Hodenaktivität und der Mauser zu finden. Wie schon im vorigen Versuch wurde der Spearman-
Korrelationskoeffizient (ρ) hierfür verwendet. Die Hodenaktivität wurde durch den oben 
definierten Volumenrang (yVol) beschrieben. Hierzu wurden die Volumenmittelwerte x i der Vögel 
aus den anderen Versuchen verwendet. Die Ränge der Organdarstellung wurden in Tab. 70 
dargestellt. Auch diese Werte wurden statistisch auf ihre Signifikanz mittels t–Test nach Fisher 




4  Ergebnisse 
 
4. 1  Vorversuche 
  Die Vorversuche dienten neben der Ermittlung der anatomisch – physiologischen Grundlage 
vor allem der Etablierung einer zuverlässigen Methode der Spermagewinnung.  
 
 
4.1. 1  Topographie der Glomus seminale 
  Die beim Wellensittich erstmals von SAMOUR (1986b) beschriebenen Glomus seminale stellen die 
anatomische Voraussetzung für die Spermagewinnung mittels „Kapillarmethode“ dar.  
  Diese waren als gelblich-weiße ca. 2 x 3 mm große ellipsoide Strukturen in der Kloakenwand 
auch makroskopisch während der Sektion eines verendeten Wellensittichs gut sichtbar. Sie 
befanden sich auf einem kaudo-kranial angelegten Zifferblatt auf der 1000 und 200 Uhr - Richtung 
in der lateralen Kloakenwand. Die Ostia cloacale ductus deferentes befanden sich auf den nur wenig 
prominenten Papillae ductus deferentes ca. 3-4 mm tief in der nicht-erigierten Kloake. Die Papillen 
saßen den Glomus seminale unmittelbar auf.  
 
 
4.1. 2  Durchführung der Spermagewinnung 
  Im Folgenden sollten zwei Möglichkeiten der Spermagewinnung beschrieben und verglichen 
werden. 
  Zunächst wurde der Wellensittichhahn in die linke Hand genommen. Dabei wurde der auf dem 
Rücken liegende Vogel mit dem Zangen- oder Kappengriff fixiert. Weitere Zwangsmaßnahmen 
waren unnötig. 
  Für die weitere Vorbereitung wurde die Kloake von außen mit einem feuchten Papiertuch 
gereinigt. Durch die Feuchtigkeit ließen sich zusätzlich die Federn der perikloakalen Region 
scheiteln, so dass die Kloake sichtbar wurde. Anschließend wurde die Kloake mit einem 
trockenen Papiertuch abgetupft, um ein Verlaufen des austretenden Sekrets auf der Haut des 
Vogels und eine Kontamination mit Wasser zu vermeiden. 
 
4.1.2. 1  Durchführung der Kapillartechnik 
  Die Kapillartechnik basiert auf der Möglichkeit die in der Kloakenwand befindlichen Glomus 
seminale von dem Kloakenlumen her mittels Glaskapillare auszudrücken. Der zur 
Volumenverringerung benötigte Druck wurde zum einen aktiv durch die Kapillare, zum anderen 
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als passiver Gegendruck durch das, die Glomus seminale umgebende, Gewebe auf die 
„Hohlorgane“ ausgeübt. 
  Nach der Vorbereitung wurde mit der Glaskapillare etwa 3 – 4 mm tief in die Kloake des auf 
dem Rücken liegenden Wellensittichs eingegangen (Richtungspfeil A). Zusätzlich wurde ein 
sanfter Druck auf die innere Kloakalwand (Richtungspfeil A‘) ausgeübt. Die entsprechend einem 
von kaudal angelegten Zifferblatt auf 200 und 1000 Uhr liegenden Glomus seminale (1’) konnten so 
entleert werden. Das dabei austretende Sekret saugte sich durch die Kapillarkräfte in das 




Abb. 6:  Durchführung der Kapillarmethode 
1 Kloake mit 1´Glomus seminale (schematisiert); 2. Hintergliedmaße;  
Druckrichtung der Glaskapillare (B): A beim Einführen ; A‘ in der Kloake 
 
 
4.1.2. 2  Durchführung der Massagetechnik 
  Die Vorbereitung umfasste, wie auch bei der Kapillartechnik, die klinische Allgemein-
untersuchung und das oben beschriebene Scheiteln der Federn im Bereich der Kloake. 
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  Um mit der Massage beginnen zu können, wurden die Fingerspitzen von Zeigefinger und 
Mittelfinger der rechten Hand jeweils links und rechts etwa 0,5 cm neben der Kloake aufgelegt. 
Beide Fingerspitzen lagen dabei zwischen den Schambeinspitzen (Apex pubis) und den 
Darmbeinflügeln (Ala ossis ischii). Der Daumen griff dabei um den Vogel und berührte die 
Bürzeldrüse (Glandula uropygialis) (Abb. 7). Dabei ragte der Schwanz des Sittichs durch die von 
Daumen und Zeigefinger gebildete Lücke.  
  Die Massage begann mit einer leichten Vibrationsbewegung zwischen Daumen und den beiden 
Fingern. Der Vogel reagierte hierauf zunächst mit einer gesteigerten Körperspannung, die sich in 
der Regel in einem Verkrampfen der Füße äußerte. Dann folgte eine Ruderbewegung der Beine, 
der man die Vibrationsbewegung anzupassen hatte. Gleichzeitig gab der Wellensittichs oftmals 
ein sich steigerndes, rhythmisches Gezwitscher von sich.  
 
Abb. 7:  Druckpunkte und anatomische Verhältnisse bei der Massage 
A – Mittelfinger ; B – Zeigefinger ; C – Daumen; 
1Os coxae mit 1 ‘ Apex pubis; 2 Kloake ; 3 Pygostyl ; 4 Glandula uropygialis 
 
 
  In der Regel war die oben beschriebene Vorgehensweise ausreichend, eine Eja
auszulösen. Eine zusätzliche Stimulation konnte durch das ventrale Beugen der Schwan
begleitet von einer vorsichtigen reibenden Bewegung durch den Daumen im Ber
Bürzeldrüse, erreicht werden (Abb. 8). Führte auch dies nach 30 bis 40 Sekunden ni
Erfolg, wurde der Vogel zunächst in den Käfig zurückgesetzt. Anschließend wurde nach
Minuten dieselbe Vorgehensweise wiederholt. Durch dieses Vorgehen wurde eine „Vore











körperliche Schäden zu vermeiden als auch um den Stress für den Vogel gering zu halten, wurde 
dieses Vorgehen nicht häufiger als viermal wiederholt. 
  Nach der Ejakulation saugte sich das Ejakulat durch Kapillarkräfte in die bereitgehaltene 
Glaskapillare. 
 
Abb. 8:  Erregungssteigerung während der Massage 




4.1. 3  Ejakulation beim Wellensittich 
  Der hier beschriebene Ablauf beruht auf Beobachtungen, die an mittels Massage
stimulierten Wellensittichen gemacht wurden. 
  Die beim männlichen Tier zunächst nur wenig vorgewölbte Kloake verkleinerte sich
zunehmenden Erregung des Vogels durch offensichtliche Kontraktion der Kloakenmu
Zeitgleich schwoll die Kloake an. Dies bewirkte eine stärkere Vorwölbung der Kloake. K
der eigentlichen Ejakulation stülpte sich der innere Kloakenanteil mit gleich
Pumpbewegungen vor. Dabei wurden die in der Kloakalwand gelegenen Glomus seminale 
als helle gelbliche Bereiche sichtbar und dann während der Ejakulation durch Kontrakti
Kloake entleert. Das Ejakulat sammelte sich anschließend in der erschla
„schüsselförmigen“ Kloake. Die rhythmischen ringförmigen Kontraktionen dauerten b
Phase der abschwellenden Kloake an.  sexuell 











4.1. 4  Vergleich der unterschiedlichen Techniken der Spermagewinnung 
  Es wurden 184 Probenentnahmen mittels Kapillartechnik und 110 mittels Massagetechnik 
verglichen. Der Vergleich beinhaltete die Durchführung und die Qualität des gewonnenen 
Sekrets. 
Durchführung 
  Beide Techniken erwiesen sich als leicht und schnell durchführbar. Die Zeit der Manipulation 
am Vogel lag jeweils unter 1 Minute. Mit Ausnahme leichter Schnabelatmung wurden bei keinem 
Vogel ausgeprägte Stresssymptome oder Verletzungen festgestellt. 
  In 169 von 184 durchgeführten Probenentnahmen konnte Sekret mit der Kapillartechnik 
gewonnen werden. Im Gegensatz dazu wurde mittels Massage nur in 79 von 110 Versuchen 
Sekret aufgefangen (Tab. 4).  
 
Tab. 4:  Überblick über die Vorversuchsreihe 
 






Kapillar- absolut 184 169 118 
technik relativ 100 % ~ 86,4 % ~ 64,1 % 
Massage- absolut 110 79 79 
technik relativ 100 % ~ 71,8 % ~ 71,8 % 
 
 
Qualität des Sekrets  
I. Spermien: 
  In 118 der 169 mittels Kapillartechnik gewonnenen Proben konnten Spermien festgestellt 
werden. In 29 dieser Proben wurden massenhaft Spermien nachgewiesen. Vereinzelte bzw. 
wenige Spermatozoen wurden hingegen in 56 der Ausstriche gefunden. 
   In jeder der 79 mittels Massage gewonnenen Proben konnten zumindest vereinzelte Spermien 
nachgewiesen werden. Dabei waren in 75 der 79 Proben viele oder massenhaft Spermatozoen 





Tab. 5:  Vergleich der Spermienanzahl 
 
Kapillartechnik Massagetechnik Spermienanzahl 
absolut  relativ absolut relativ 
vereinzelt (<5/Ausstrich) 11 6,5 % 1 1,3 % 
wenige (<5/Gesichtsfeld) 45 26,6 % 3 3,8 % 
viele (5-40/Gesichtsfeld) 22 13,0 % 13 16,5 % 
massenhaft (>>40/Gesichtsfeld) 29 17,2 % 62 78,5 % 
Anzahl spermienhaltiger Ausstriche 107 63,3 % 79 100,0 % 
Probenanzahl 169 100,0 % 79 100,0 % 
 
 
II. Verunreinigungen (Erythrozyten): 
  In 54 % der mittels Kapillartechnik hergestellten Sekretausstriche wurden Erythrozyten 
nachgewiesen. 24 % der Ausstriche enthielten zum Teil deutlich mehr als 5 Erythrozyten pro 
Gesichtsfeld. In 43 % der mittels Massagetechnik gewonnenen Ejakulate wurden Erythrozyten 
nachgewiesen. Mikroskopisch konnten nur bei 13 % mehr als 5 Erythrozyten in einem 
Gesichtsfeld gezählt werden (Tab. 6). 
 




absolut  relativ absolut relativ 
vereinzelt (<5/Ausstrich) 7 4,1 % 13 16,5 % 
wenige (<5/Gesichtsfeld) 44 26,0 % 11 13,9 % 
viele (5-40/Gesichtsfeld) 33 19,5 % 6 7,6 % 
massenhaft (>>40/Gesichtsfeld) 8 4,7 % 4 5,1 % 
Anzahl erythrozytenhaltiger Ausstriche 92 54,4 % 34 43,0 % 
Probenanzahl 169 100,0 % 79 100,0 % 
 
 
III. Verunreinigungen (Harnsäure und Kotpartikel) 
  In mehr als 50 % der Präparate der Kapillarmethode konnten Harnsäurekristalle und 
Kotpartikel nachgewiesen werden. Demgegenüber waren nur 9 % der mit der Massagetechnik 
gewonnenen Proben verunreinigt (Tab.7). 
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Tab.7:  Vergleich des Vorkommens von Verunreinigungen (Harnsäurekristalle und Kotpartikel) 
 
Kapillartechnik Massagetechnik Partikelanzahl 
absolut  relativ absolut relativ 
Vereinzelt (<10/Ausstrich) 4 2,4 % 3 3,8 % 
Wenige (<10/Gesichtsfeld) 62 36,7 % 4 5,1 % 
Viele (10-80/Gesichtsfeld) 14 8,3 % 0 0,0 % 
Massenhaft (>>80/Gesichtsfeld) 5 3,0 % 0 0,0 % 
Anzahl verunreinigter Ausstriche 85 50,3 % 7 8,9 % 




  Aufgrund des deutlich höheren Vorkommens von Spermien und der geringeren Verunreinigung 
vor allem durch die spermizide Harnsäure und Blutbeimengungen wurde im Folgenden nur noch 
mit der Massagemethode gearbeitet.  
 
 
4.1. 5  Anwendung der Massagemethode an Tieren einer Fremdpopulation 
  Von den insgesamt 21 versuchsfremden Zoowellensittichen gelang es bei 17 Tieren im ersten 
Massageversuch eine Ejakulation auszulösen. Bei zwei weiteren Tieren gelang dies erst nach dem 
zweiten bzw. dritten Versuch. Nur bei zwei Tieren konnte dies selbst mit dem vierten Versuch 
nicht erreicht werden. Das Volumen der Ejakulate hatte dabei einen Mittelwert von 2,67 µl 
(Standardabweichung: σ = 1,5 µl.). 
  Auch in Anbetracht des Wetterumschwungs mit einem Sturz der Außentemperatur von 10°K 
innerhalb von zwei Tagen konnten 17 der 19 Wellensittiche erfolgreich deseminiert werden. Bei 
zwei der 19 Tiere wurde trotz Ablauf einer physiologischen Ejakulation kein Sperma gewonnen 
(Tab. 8).  
  Auf der Basis dieser Daten erstreckte sich das 95 % Konfidenzintervall (erfolgreiche 
Ejakulationen) von 17 bis 21 bei insgesamt 21 Versuchstieren. Demgegenüber stand ebenfalls das 
95 % Konfidenzintervall (erfolgreiche Spermagewinnungen) von 15 bis 21 bei ebenfalls 21 
Wellensittichen. Diese Methode der Spermagewinnung ließ sich demnach bei Wellensittichen 
sehr erfolgreich einsetzen. Dieses Ergebnis wurde durch die Anwendung dieser Methode bei 






Tab. 8:  Auswertung Zoowellensittiche 
 
Versuche bis zur Ejakulation absolute Wellensittichanzahl relative Wellensittichanzahl  
1. Versuch 17 81,0 % 
davon ohne Ejakulat 2 9,5 % 
2. Versuch 1 4,8 % 
davon ohne Ejakulat 0 0,0 % 
3. Versuch 1 4,8 % 
davon ohne Ejakulat 0 0,0 % 
4. Versuch 0 0,0 % 
davon ohne Ejakulat 0 0,0 % 
Ejakulationen total 19 90,5 % 
Fehlversuch 2 9,5 % 
Wellensittiche total 21 100,0 % 
 
 
4.1. 6  Austesten eines Vorverdünnungsmediums für das native Ejakulat 
  Ziel der Untersuchung war es ein einfach herzustellendes Medium zu erhalten, mit dem das 
Ejakulat verdünnt werden konnte. Hierfür sind drei verschiedene Medien miteinander verglichen 
worden (Tab. 9). 
 
Tab. 9:  Auswertung der Vorverdünnung 
Legende: 
geringe oder keine Motilität:      = + 
gleichmäßig ausgeprägte Motilität bei mittlerer Geschwindigkeit: = ++ 
stark ausgeprägte Motilität und hohe Geschwindigkeit:  = +++  







Halbwertszeit 7:30 min 5:30 min 6:40 min 6:33 min
Motilität + + + +
Halbwertszeit 2:12 min 2:45 min 2:30 min 2:28 min
Motilität ++ + ++ ++
Halbwertszeit 0:40 min 0:35 min 0:45 min 0:40 min






  Bei reiner Ringer-Infusionslösung war die Einzelbewegung sehr gering und nicht deutlich zu 
beurteilen. Die Zeit mit konstanter Beweglichkeit lag im Bereich von mehreren (>5) Minuten.  
  Bei Glukose - Ringer - Infusionslösungsgemisch war die Beweglichkeit gut ausgeprägt und leicht 
einzuschätzen. Die Spermien bewegten sich ein bis zwei Minuten lang sehr konstant. 
  Bei 5%iger Glukose – Infusionslösung war die Bewegung stark ausgeprägt und infolge einer zu 
schnellen Einzelbewegung nicht beurteilbar. Ferner ließ sie innerhalb einer Minute stark nach. 
   Für die Motilitätsprüfung wurde aus diesen Gründen im Weiteren nur noch das Glukose - 
Ringer - Gemisch verwendet.  
 
 
4. 2  Hauptversuche 
4.2. 1  Spermiogramme unter Berücksichtigung der Absamfrequenzen und 
Wellensittichzuchtformen 
  In dieser Auswertung wurde parameterweise vorgegangen. So wurde zunächst von jedem 
einzelnen Vogel der parameterspezifische Mittelwert mit der Standardabweichung, sowie der 
Minimal- und der Maximalwert bestimmt. Diese Werte wurden sowohl über die 
Produktionsphase als auch über den gesamten Beobachtungszeitraum bestimmt und in 
modifizierten Boxplotdiagrammen dargestellt. Für die Spermiogramme wurden hieraus 
„angeglichene“ Mittelwerte berechnet. Zwischen den unterschiedlichen Absamintervallen ließ 
sich, allein anhand der Spermiogramme, kein Vergleich für die Parameter Volumen, Motilität, 
Konzentration und Spermiengesamtzahl der Spermiogramme erstellen. Durch die starken 
Schwankungen innerhalb der Population konnte der Vergleich nur auf einer individuellen Basis 
ermittelt werden. Um eine statistische Relevanz zu erreichen, wurden die so ermittelten Faktoren 
zunächst zu einer Gesamtpopulation zusammengefasst und dann erst, in einem nächsten Schritt, 
als Einzelpopulation (Vermehrungszucht- und Schauwellensittiche) betrachtet. Der Vergleich 
wurde den jeweiligen Parametern angehängt. 
 
4.2.1. 1  Volumen 
  Dargestellt wurde das Volumen anhand der individuellen Mittelwerte mit den 
Standardabweichungen und den Minimal- und Maximalwerten im 2-Tages- (Abb. 9) und im 7-
Tages-Absamintervall (Abb. 10). Dabei konnte sowohl die individuelle als auch die 
populationsspezifische Streuung der Volumina aufgezeigt werden. Die individuelle 
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Schwankungsbreite der Volumen wurde anhand der Minimal- und Maximalwerte des jeweiligen 
Vogels sichtbar. Die Variation innerhalb der Population wurde durch die Streuung der einzelnen 
Mittelwerte deutlich.  
 
Abb. 9:  Volumen des Ejakulats in der Produktionsphase von 15 Vermehrungszuchtwellensittichen 
(links) und neun Schauwellensittichen (rechts) in der Produktionsphase mit der Absamfrequenz 
von zwei Tagen im Beobachtungszeitraum von 35 bzw. 28 Tagen 
Abb. 10: Gesamtvolumen des Ejakulats in der Produktionshase von 16 Vermehrungszucht-
wellensittichen (links) und acht  Schauwellensittichen (rechts) mit der Absamfrequenz von sieben 
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  Die unter Berücksichtigung, der Mittelwerte und der Probenanzahl der einzelnen 
Vermehrungszucht- und Schauwellensittiche, gemittelten Volumen ergaben die populations-
spezifischen Referenzbereiche. Für den Vermehrungszuchtwellensittich folgte daraus, unter 
Beachtung der Standardabweichung, ein 90% Konfidenzintervall für das Volumen von 1,9      
(0,2 - 3,7) µl im Absamintervall von zwei Tagen und von 3,7 (0,9 - 6,5) µl im Wochenintervall. 
Analog dazu ergaben sich für den Schauwellensittich die folgenden Bereiche: 2,6 (0,1 - 5,2) µl für 
das 2-Tages- und 3,1 (0,4 – 4,6) µl für das Wochenintervall.  
 
Vergleich der Absamfrequenzen  
  Über alle 22 -in beiden Absamfrequenzen untersuchten- Wellensittiche, ergab sich zwischen 
dem 2-Tages- und dem 7-Tagesvolumen der globale Faktor 2,0 als Maß der Volumensteigerung. 
Verglich man jedoch hier die Schauwellensittiche mit einem Quotienten von 1,2 mit dem Faktor 
2,3 der Vermehrungszuchtwellensittiche, so fiel hier die sehr viel deutlichere Volumenzunahme 
bei den Vermehrungszuchtwellensittichen auf. Da sich diese Betrachtungsweise allerdings als 
recht ungenau erwies, wurden in Abb. 11 die Beziehungen der 2-Tages-(x 2t) zu den 7-Tages-
Volumenmittelwerten (x 7t) im Streudiagramm dargestellt. Infolge der geringen Individuenzahl 
wurden im Vergleich beide Wellensittichpopulationen zusammengefasst und graphisch 
ausgewertet. Betrachtete man dabei das mathematische Verhalten der in Abb. 11 dargestellten 
Gerade, so handelte es sich nicht um eine Ursprungsgerade. Aus diesem Verlauf folgte aber, dass 
Wellensittiche mit nur einer geringen Volumenabgabe im 2-Tages-Absamintervall die größten 
Volumensteigerungen in dem 7-Tagesintervall hatten. Deutlicher wurde dies, wenn man die 
Sittiche unabhängig der Rasse in drei Gruppen nach den 2-Tagesmittelwerten ordnete: 
1. Volumenabgabe < 1 µl (n=6),  
2. Volumenabgabe  1-3 µl (n=10) und  
3. Volumenabgabe  > 3 µl (n=6) 
So ergaben sich für die Volumenzunahme in den Gruppen folgende Faktoren:  
1. Gruppe   3,18,  
2. Gruppe   1,84   und  
3. Gruppe von  1,28.  
Diese Faktoren vermitteln ein deutlich genaueres Bild als die oben genannte 
populationsspezifische und globale Zunahme. 
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Abb. 11: Vergleich von 22 individuellen Volumenmittelwerte der 2-Tages- und der 7-Tages-
Absamfrequenz in der Produktionsphase unter Berücksichtigung der Gesamtpopulation (Ges.), der 
Schau-(S) und der Vermehrungszuchtwellensittiche (V) 
 
 
4.2.1. 2  Farbe 
  Eine Beurteilung der Viskosität war infolge der sehr geringen Ejakulatvolumen nicht möglich. 
Dadurch stellte sich die Farbe, neben dem Volumen, als der zweite makroskopisch erfassbare 
Parameter der Untersuchungen heraus. Die Farbskala des Ejakulats reichte von elfenbeinfarben 
(milchig-gelb), milchig-weiß, blaß-orange, blaß-rosa bis zu kräftig dunkelrot. Hierbei es war 
offensichtlich, dass die hell-milchige bis elfenbeinfarbene Eigenfarbe durch einen 
unterschiedlichen Gehalt an Blutbeimengungen angefärbt war. Aus diesem Grunde wurde die 
Farbe in die zwei Hauptbestandteile zerlegt:  
1. in die von den Spermien ausgehende Trübung des Ejakulats (Eigenfarbe), 










0 1 2 3 4 5 6



















 Optisch konnte zwischen einem wässrig-klaren, einem milchig-klaren und einem milchigen 
Ejakulat unterschieden werden. Diese drei verschiedenen Ränge wurden in Beziehung zur 
Konzentration gestellt. Diese Beziehung ergab einen Korrelationskoeffizienten von 0,566, 
welcher mittels Signifikanztest (t-Test nach Fisher) überprüft wurde. Somit war es möglich, von 
der Eigenfarbe des Ejakulats auf die Konzentration zu schließen. Die Mittelwerte der zu den 
Rängen gehörigen Konzentration ergaben Schätzbereiche (Mittelwert ± Standardabweichung). 
Der am Wellensittichejakulat ermittelte Trübungsgrad entsprach damit folgenden 
Spermienkonzentrationen: 
a) klares Ejakulat    =  Konzentration: < 4,1 x 106/µl  
b) durchscheinend - milchiges Ejakulat = Konzentration:     2,6 – 8,3 x 106/µl  
c) milchiges Ejakulat    = Konzentration: > 7,3 x 106/µl  
 
Beimengungen von Blut 
  Farblich konnte das Vorhandensein von Blut gut erkannt werden. Das Auftreten unterlag 
starken individuellen Schwankungen (Tab. 10). Aus der Tabelle wurde deutlich, dass es zwar 
einen sehr großen individuellen Unterschied aber keinen signifikanten Unterschied zwischen den 
Vermehrungszucht- und Schauwellensittichen gab. 
 
Tab. 10:  Individueller Anteil erythrozytenhaltiger Spermaproben in den Versuchsreihen 
Vermehrungszuchtwellensittiche 
Ringnummer -1 -2 174 218 219 221 261 287 291 
2-Tages-Intervall -- 0,0% 25,0% 18,8% 0,0% 20,0% 18,2% -- 6,3%
7-Tages-Intervall 30,8% -- 80,0% 18,8% 84,6% 0,0% 94,1% 94,4% 5,3%
Ringnummer 340 350 354 360 383 386 393 
2-Tages-Intervall 12,5% 30,0% 0,0% 10,0% 14,3% 50,0% 100,0% 
7-Tages-Intervall 5,0% 95,2% 9,5% 87,5% 50,0% 89,5% 100,0% 
 
Schauwellensittiche 
Ringnummer 7 109 12 1222(00) 21 49 56 58 83 
2-Tages-Intervall 16,7% 33,3% 0,0% 0,0% 7,1% 10,0% 41,7% 37,5% 33,3%
7-Tages-Intervall 71,4% 53,8% 87,5% 21,4% -- 28,6% 70,6% 77,8% 100,0%
  Aufgrund des häufigen Auftretens von bluthaltigen Ejakulaten wurde mittels 
Korrelationskoeffizient geklärt, inwieweit sich Blut unmittelbar auf die Spermaqualität auswirkt. 
Für die Beziehung Spermienmotilität / Blut ergab sich eine Korrelation von 0,093 und für die 
Beziehung Spermienkonzentration / Blut eine negative Korrelation von 0,134. Dies sprach trotz 
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dieser Signifikanz (t-Test nach Fisher) dafür, dass die Motilität, als Kriterium der 
Spermienvitalität, durch das Auftreten von Blut nicht negativ beeinflusst wurde. Darüber hinaus 
setzten Blutbeimengungen die Spermienkonzentration nur sehr geringfügig herab. In Tab. 11 
wurde dargestellt, dass im Wochenintervall vor allem der Anteil an schwach bis stark 
Erythrozytenhaltigen Ejakulaten anstiegen. Hierbei wurden die in Ränge eingeteilten Blutgehalte 
beurteilt. Beide Tabellen zusammengefasst zeigten deutlich, dass nicht nur mehr Proben im 
Wochenintervall Blutzellen enthielten, sondern dass auch signifikant häufiger stärkere 
Blutbeimengungen im Absamintervall von sieben Tagen auftraten. 
 
Tab. 11:  Prozentualer Anteil der unterschiedlich bluthaltigen Ejakulate in den zwei 
Absamintervallen 
Blutanfärbung Nicht nachweisbar Gesamtnachweis sehr gering mäßig stark- sehr stark
2-Tages-Intervall 70,7% 28,4% 4,5% 19,2% 5,5% 
7-Tagesintervall 46,9% 53,1% 3,5% 36,7% 17,3% 
 
 
4.2.1. 3  Motilität 
  Das hochkonzentrierte Sperma verhinderte die Ermittlung der Massenbewegung. Auch durch 
die beim Vorverdünnen entstehende stark unterschiedliche Ejakulatverdünnung war es 
unmöglich eine Massenbewegung objektiv zu beurteilen. Zusätzlich erwies sich die Schätzung der 
Ortsbeweglichkeit durch die geringe Größe der Spermien als sehr ungenau und nicht 
reproduzierbar. Dies führte dazu, dass sich die Bestimmung der Motilität auf die 
Vorwärtsbeweglichkeit der Spermien beschränkte.  
  Für die Spermienmotilität wurde die starke individuelle Abweichung und die große Streuung 
innerhalb der Population nur für das 2-Tages-Absamintervall (Abb. 12) wiedergegeben. Eine 
geringe Motilität wurde häufig in Zusammenhang mit Harnabsatz und Harnsäure im Ejakulat 
beobachtet. Eine unregelmäßige, aber seltene Harnabgabe, bewirkte das Auftreten von extrem 
niedrigen Messwerten und Minimalwerten, welches sich auch in der linksschiefe Verteilung der 
Standardabweichung ausdrückte. Bei einzelnen Vögeln (z. B. Ringnummer 1222(00)) kam es 
jedoch regelmäßig zur Harnabgabe, so dass bei diesen eine starke Verringerung der Motilität 
auftrat. Der Vogel mit der Ringnummer 354 hatte darüber hinaus eine ausgeprägte 
Teratozoospermie, die sich ebenfalls in einer niedrigen Vorwärtsbeweglichkeit ausdrückte. 
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  Auch für die Motilität wurde das aus den Mittelwerten abgeleitete 90%-Konfidenzintervall als 
Normbereich angegeben. Für Vermehrungszuchtwellensittiche betrug die durchschnittliche 
Vorwärtsbeweglichkeit unter Berücksichtigung der hohen Standardabweichung 52 – 100 % 
motile Spermien für das 2 Tages- und 30 – 87 % für das 7-Tagesabsamintervall. Für 
Schauwellensittiche wurden 11 – 85 % für das 2-Tages- und 25 – 85 % motile Spermien im 7-
Tagesintervall bestimmt. 
Abb. 12: Vorwärtsbeweglichkeit der Spermien von 15 Vermehrungszuchtwellensittichen (links) 
und acht Schauwellensittichen (rechts) in der Produktionsphase mit der Absamfrequenz von zwei 
Tagen im Beobachtungszeitraum von 35 bzw. 28 Tagen    
 
Vergleich der Absamfrequenzen  
  Für den Vergleich wurde ein Streudiagramm erstellt (Abb. 13). Aus dem dargestellten Kurven-
verlauf kann entnommen werden, dass vor allem Vögel mit einer hohen Motilität im 2-Tages-
Intervall eine z.T. deutliche Verringerung der Vorwärtsbeweglichkeit zeigten. Wurden die Tiere in 
Gruppen aufgeteilt, so zeigten Tiere mit einer durchschnittlichen Spermienmotilität von über 
80% in dem 2-Tagesabsamintervall eine Abnahme der Motilität um den Faktor 1,6 im Vergleich 
zum 7-Tagesabsamintervall. Die übrigen Tiere zeigten dem gegenüber keine, allenfalls eine 
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Abb. 13: Vergleich der individuellen Mittelwerte der vorwärtsbeweglichen Spermatozyten der 2-
Tages- und der 7-Tagesabsamfrequenzen unter Berücksichtigung der Gesamtpopulation (Ges.), 
der Schau-(S) und der Vermehrungszuchtwellensittiche (V) in der Produktionsphase 
 
 
4.2.1. 4  Konzentration 
  Wie bei den übrigen Parametern zeigten sich bei der Spermienkonzentration erhebliche 
Schwankungen der individuellen Messwertbereiche. In den Diagrammen 14 und 15 sind die 
Mittelwerte mit den zugehörigen Standardabweichungen und den Extremwerten in der 
Produktionsphase dargestellt. Die größten Varianzen der Konzentration traten vor allem in 
zeitlicher Annäherung an die Mauser auf. Deutlich war dies vor allem an den nicht mausernden 
Vögeln mit den Ringnummern 350, 354, 393, 7, 49, 56, 58, 83, 109 und 1222(00) erkennbar. Bei 
diesen Vögeln war sowohl die Standardabweichung als auch die Extremwertabweichung im 2-
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Abb. 14: Konzentration der Ejakulate in der Produktionsphase von 15 Vermehrungszucht-
wellensittichen (links) und neun Schauwellensittichen (rechts) in der Produktionsphase mit der 
Absamfrequenz von zwei Tagen im Beobachtungszeitraum von 35 bzw. 28 Tagen 
 
Abb. 15: Konzentration der Ejakulate von 16 Vermehrungszuchtwellensittichen (links) und acht 
Schauwellensittichen (rechts) in der Produktionsphase mit der Absamfrequenz von sieben Tagen im 
Beobachtungszeitraum von 22 Wochen  
 
  Für die Konzentration (x 106 Spermien/µl) ergab sich ein Wertebereich für das 2-Tages- von 
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Vermehrungszucht- sowie von 9,36 (1,85 - 16,87) in der 2-Tages- und von 12,78 (7,00 - 18,74) in 
der 7-Tagesfrequenz beim Schauwellensittich. 
 
Vergleich der Absamfrequenzen 
  Aus den Mittelwerten der beiden unterschiedlichen Absamintervalle wurde ebenfalls ein 
Streudiagramm erstellt (Abb. 16). Im Graphen wurde wiederum nur die Gesamtpopulation für 
die Darstellung einer Regressionsgerade berücksichtigt. Wie aus dem Diagramm ersichtlich liegt 
auch hier keine Ursprungsgerade vor. Analog zum Volumen zeigte sich somit auch bei der 
Konzentration, dass die Tiere mit niedriger Spermiendichte des 2-Tagesabsamintervalls die 
größten Konzentrationszunahmen erreicht hatten.  
Abb. 16: Vergleich der individuellen Mittelwerte der Spermienkonzentration des Ejakulats aus 
dem 2-Tages- und der 7-Tagesabsamintervall unter Berücksichtigung der Gesamtpopulation 
(Ges.), der Schau-(S) und der Vermehrungszuchtwellensittiche (V) in der Produktionsphase 
 
  Erneut, aufgrund der geringen Stichprobengröße, wurden die 22 Vögel der Gesamtpopulation 



























V S Ges Linear (Ges)
4 Ergebnisse 
 62
1. < 10,0 Mio Spermien/µl  (n=9), 
2. < 12,5 Mio Spermien/µl (n=7) und  
3. >12,5 Mio Spermien/µl  (n=6) eingeteilt. 
Daraus ergab sich als Multiplikationsfaktor zwischen dem 2- und 7-Tagesmittelwerten für die 
1.      Gruppe  von 1,58 
2. und 3. Gruppe   von 1 (0,99 und 1,06).  
Erneut zeigte sich so, dass das Verwenden des globalen Faktors (1,31) deutlich ungenauer wäre.  
 
 
4.2.1. 5  Gesamtspermienzahl 
  Durch ein oftmals unterschiedliches Verhalten von Konzentration und Volumen war es nicht 
möglich, die Produktivität der Hoden bzw. die Kapazität der Speicherorgane ausschließlich an 
einem dieser beiden Einzelparameter zu messen. Erst durch Multiplikation der beiden 
Einzelwerte zu dem Hilfswert der Gesamtspermienzahl konnte das häufig gegensätzliche 
Verhalten der Einzelparameter ausgeglichen werden.  
Anhand dieser Messgröße wurde in den Beobachtungszeiträumen die Produktionsphase von der 
produktionslosen Phase getrennt, wobei Werte über 30% des individuellen Gesamtmittelwertes dieser 
Größe als Produktionsphase definiert wurden.  
  Wie auch beim Ejakulatvolumen und der Spermienkonzentration kam es im 2-Tages-
Absamintervall zu extremen individuellen Varianzen. Eine Begründung lag in der Besonderheit 
der „Maximalabgabe“ (Abb. 17). Verursacht durch ein gleichseitiges Verhalten von Volumen und 
Konzentration kam es hierbei zu einem extremen Ansteigen der Spermienabgabe. So konnten 
kurz (2-6 Tage) vor der Mauser Spermiengesamtzahlen von bis zu 294 % (195 % ± 41 %) des 
individuellen Mittelwertes aus dem Beobachtungszeitraum gemessen werden. Im 2-Tages-
Absamintervall wurde dieses Phänomen bei 11 von 15 mausernden Vögeln beobachtet und auf 
seine Signifikanz geprüft. Es wurde auch in der Verlaufskurve der Spermiengesamtzahl graphisch 
dargestellt wiedergegeben (Abb. 19), wobei der individuelle Mittelwert mit seiner Schwankungs-
breite als Basiswert definiert wurde. In der dargestellten 2-Tagesintervall-Verlaufskurve konnte 
allerdings, infolge der kurzen Beobachtungszeiträume, keine Aussage über die Rückkehr zur 
Basisabgabe getroffen werden.  
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Abb.17: Spermienzahl der Ejakulate von 15 Vermehrungszuchtwellensittichen (links) und 9 
Schauwellensittichen (rechts) mit der Darstellung der „Maximalabgabe“ in der Absamfrequenz von 
zwei Tagen im Beobachtungszeitraum von 35 bzw. 28 Tagen 
  
Abb.18: Spermiengehalt des Ejakulats von 16 Vermehrungszuchtwellensittichen (links) und 8 
Schauwellensittichen (rechts) in der Produktionsphase mit der Absamfrequenz von sieben Tagen im 
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Abb. 19: Verlaufskurve der Gesamtspermienzahl als Darstellung der Basisa
Tagesabsamintervall bei Vermehrungszuchtwellensittichen unter Berücksichtig
mit (A) und ohne (A´) Darstellung der „Maximalabgabe“  
 
In Abb. 17 wurden die Mittelwerte mit der Standardabweichung sowie d
Maximalwerte innerhalb des gesamten Beobachtungszeitraumes dargestellt. In A
wurden wie in den vorausgegangenen Abbildungen die Schwankungen nur in d
aufgezeigt. Erneut wurden auch die individuellen Mittelwerte (x i) der Pro
Angaben der Referenzbereiche der Population (x pop± (1,65 * σpop)) als Berec
verwendet. Für Vermehrungszuchtwellensittiche betrug die durchschnittlich
Berücksichtigung der hohen Standardabweichung für das 2-Tages- 22,39 (0
Spermien pro Ejakulation und für das 7-Tagesabsamsintervall 42,75 (5,13 – 
Schauwellensittiche wurden im 2-Tages- 24,71 (0 – 67,72) Mio. Spermien und im
28,00 (0 – 69,71) Mio. bestimmt. Das Erreichen des Wertes 0 im Referenzber
Produktionsphase beruhte auf der hohen Standardabweichung der Population (σpop
Vergleich der Absamfrequenzen 
  Der bezüglich der Hodenaktivität interessanteste Wert wurde im Streudiag
dargestellt (Abb.20). Für die Gesamtpopulation wurde der Zusammenh
unterschiedlichen Absamintervalle mit einer Regressionsgeraden (x 7t=0,492
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zuchtwellensittichen. Betrachtete man auch hier beide beschreibenden Geraden für die 
Schauwellensittiche und für Vermehrungszuchtwellensittiche, so fiel die sehr viel höhere 
Spermienabgabe im 7-Tagesintervall vor allem bei den Vermehrungszuchtwellensittichen auf. 
Hier lag sie im durchschnittlich deutlich über dem Doppelten, während bei den 
Schauwellensittichen oftmals nur Werte von 1,2 erreicht wurden. Anhand des hohen 
Verschiebungsfaktor in der globalen Betrachtung der Gesamtpopulation konnte darauf 
geschlossen werden, dass Tiere mit kleiner Spermienabgabe im 2-Tagesintervall eine deutlich 
größere Zunahme hatten als die Tiere mit ursprünglich größerer Abgabe. Tatsächlich ergaben 
sich auch hier in der Gesamtgruppenteilung folgende Faktoren ausgehend vom 2-
Tagesmittelwert als Maß der Zunahmen der Spermienanzahl vom 2- auf das 7-Tagesintervall: 
1. Spermienabgabe / 2Tage < 10 Mio  (n=7)  = 5,97  
2. Spermienabgabe / 2Tage < 30 Mio  (n=7)  = 1,97 
3. Spermienabgabe / 2Tage > 30 Mio  (n=8)  =  1,44 
 
Abb. 20: Vergleich der individuellen Mittelwerte der Spermiengesamtzahl des 2 Tages- und des 7-
Tagesabsamintervalls unter Berücksichtigung der Gesamtpopulation (Ges.), bei Schau- (S) und 
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4.2.1. 6  Lebend-Rate 
  Im Gegensatz zu den anderen Parametern lag hier eine geringe Streubreite der Messwerte vor. 
Individuelle Schwankungen traten nur selten auf und korrelierten mit keinem der anderen 
Parameter in signifikanten Maße. Die wenigen abweichenden Messwerte standen wie auch bei der 
Motilität in engem Zusammenhang mit Harnkontaminationen. Auf Grund dieser Kontinuität 
wurde hier nur die jeweilige Streubreite im Sinne von x  ± (1,65 * σ) als 90% Konfidenzintervall 
angegeben. Im 2-Tagesintervall beträgt es 94 (88 – 100) und im 7-Tagesintervall 95 (78 – 100) 
lebende Spermatozoen pro 100 ausgezählte Zellen. Für den Schauwellensittich galt analog:         
97 (92 – 100) % für das 2-Tages- und 93 (67 – 100) % für das 7-Tagesintervall. Aus dem 
angegebenen Mittelwert und der sehr hohen Standardabweichung vor allem im 7-Tagesintervall 
wurde deutlich, dass hier v. a. einzelne extrem niedrige Messwerte auftraten, beispielsweise war 
dies beim Wellensittich mit der Ringnummer (-1) mit x 1 = 71 % und σ-1 = 48,5 % der Fall.    
Vergleich der Absamfrequenzen 
  Infolge der geringen Abweichung der beiden (vier) Wertebereiche ließ sich keine signifikante 
Aussage über Unterschiede zwischen den Absamfrequenzen treffen. Eine häufigere 
Harnkontamination im 7-Tagesintervall wurde jedoch auch durch die breitere Streuung der 
Messwerte offensichtlich.  
 
4.2.1. 7  pH-Wert 
  Aus insgesamt 126 Messungen wurde ein mittlerer pH-Wertbereich von 8,37 ± 0,24 ermittelt. 
Dabei lagen der Minimalwert bei 8,1 und die Maximalwerte (n = 2) bei 9,0. Hierbei muss 
allerdings die geringe Sensitivität des Indikatorpapiers mit Messintervallen von 0,3 berücksichtigt 
werden. Bezüglich dieses Parameters bestanden weder zwischen den einzelnen Tieren, zwischen 
den unterschiedlichen Absamfrequenzen noch zwischen den einzelnen Populationen 
(Vermehrungszucht-, Schau- und Zoowellensittich (s. Tab. 20)) statistisch relevante Unterschiede. 
 
4.2.1. 8  Spermiogramme 
  In Tabelle 12 und 13 wurden neben den populationsspezifischen Mittelwerten auch die 90%-
Konfidenzintervalle der Messwerte in der Produktionsphase als Referenzwerte für das 




Tab. 12:  Referenzwerte für das Wellensittichejakulat in der Produktionsphase mit der 
Absamfrequenz von 2 Tagen (Angabe von Mittelwert und 90 % - Konfidenzintervall) 
 Vermehrungszucht-            wellensittich 
Schau-                       
wellensittich 
Volumen (µl) 1,9 (0,2 - 3,7)  2,6 (0,1 - 5,2)  
Farbe klar milchig – elfenbeinfarben  (orange – rötlich milchig) 
klar milchig – elfenbeinfarben  
(orange – rötlich milchig) 
Konzentration       




                            
73 (47 – 100)  
                             
47 (6 - 85)  
Spermien/          
Ejakulat (x 106) 22,39 (0 - 45,64)                24,71 (0 – 67,73)  
% Anteil lebender 
Spermatozoen 94 (88 – 100)                  97 (92 – 100)                  
pH-Wert nicht gemessen 8,4 (8,1 - 8,7) 
 
Tab. 13:  Referenzwerte für das Wellensittichejakulat in der Produktionsphase mit der 
Absamfrequenz von 7 Tagen (Angabe von Mittelwert und 90 % - Konfidenzintervall ) 
 Vermehrungszucht- wellensittich 
Schau-                       
wellensittich 
Volumen (µl) 3,7 (0,9 - 6,5)  3,1 (0,4 - 5,9)  
Farbe klar milchig – elfenbeinfarben  (orange – rötlich milchig) 
klar milchig – elfenbeinfarben  
(orange – rötlich milchig) 
Konzentration       




                            
56 (25 – 87) 
                             
55 (20 – 85) 
Spermien/          
Ejakulat (x 106) 42,75 (5,5 - 80,00)  28,00 (0 – 69,71) 
% Anteil lebender 
Spermatozoen 95 (78 – 99)                   93 (67 – 100)                  
pH-Wert 8,4 (8,1 - 8,7) 8,4 (8,1 - 8,7) 
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4.2. 2  Mauser und Spermienmorphologie 
 
4.2.2. 1  Abhängigkeit der Spermaproduktion von der Mauser 
  In dem Versuch „Spermiogramm“ wurde deutlich, dass die Mauser einen negativen Effekt auf 
die Spermaproduktion hatte. Daher sollte mittels Spearman-Rangkorrelationskoeffizient heraus-
gefunden werden, wie groß dieser Effekt tatsächlich ist.  
  Der Einfluss, den eine bestimmte Federflur auf die Spermaproduktion hatte, ergab sich aus dem 
Korrelationskoeffizienten zwischen Mauser dieser einzelnen Federfluren und dem 
Spermavolumen. Demnach war die Ordnung der Federfluren nach dem größtem Einfluss der 
Mauser auf die Spermaproduktion in absteigender Reihenfolge: 
1. Brustflure  (Pterylae sternales et pectorales)    
 2. Schwanzfedern (Rectrices)       
 3. Kopfflure  ( Pterylae capitales )      
 4. Schwungfedern (Remiges primriae) 
  Die dazugehörigen Korrelationskoeffizienten lagen zwischen 0,326 (Brustflure) und 0,233 
(Schwungfedern). Durch Addition der einzelnen, ermittelten Ränge über die Federflure wurde 
das Maß der Gesamtmauserstärke gebildet. Auch das Spermavolumen wurde als Maß der 
Hodenaktivität in Ränge eingeteilt. Anschließend wurde der Spearman-Rangkorrelations-
koeffizient über beide Größen (Gesamtmauserstärke – Volumenrang) gebildet. Der globale 
Korrelationskoeffizient war 0,344. Hierfür existierten allerdings große individuelle Unterschiede 
(0,11 bis 0,63). Demnach konnte für das Individuum eine zum Teil erhebliche Abhängigkeit 
zwischen Mauser und Spermaproduktion aufgezeigt werden. 
 
4.2.2. 2  Spermienmorphologie 
  Ein Spermium vom Wellensittich wurde nach der Anfärbung mit Eosin-B abgebildet (Abb. 21). 
Deutlich fällt hierbei der im Vergleich zum Säugetierspermium stark gestreckte Kopfbereich auf. 
Das Spermatozoon entspricht dem Vogelspermium vom nonpasseriformen Typ. Durch die nicht 
spezifische Färbung ist in der Abbildung das Mittelstück, wobei kein Halsteil auszumachen ist, 
nur undeutlich vom Hauptstück getrennt. Ebenfalls färbungsbedingt ist die Unschärfe, die eine 
Beurteilung der Spermatozoenmatrix und des Akrosoms verhinderte. 
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Abb. 21:  Typisches Spermium des Wellensittichs (Eosin-B-Färbepräparat) 
(1 Spermienkopf mit 1´Akrosom; 2 Mittelstück mit Halsteil; 3 Schwanzstück) 
 
4.2.2.2. 1  Anteil morphologisch veränderter Spermien im Ejakulat 
  Dreimal wöchentlich wurden die Vermehrungszuchtwellensittiche deseminiert und die 
Spermaausstriche auf pathologische Spermienformen untersucht. Die dabei am häufigsten 
auftretenden Formen wurden klassifiziert. Die daraus gebildeten Mittelwerte im Produktionsintervall 
wurden als 90% Konfidenzintervall wiedergegeben (Tab. 14). In dem Versuch konnten 
färbungsbedingt nur Veränderungen der äußeren Form der Spermien differenziert werden.  
  Das Auftreten von Aberrationen war individuell und zeitlich stark unterschiedlich. Im 
Durchschnitt traten 7 % (0 – 14 %) morphologisch veränderte Zellen in einem Ausstrich auf. 
  Etwas weniger als 3/4 dieser Veränderungen waren im Bereich des Spermienkopfes zufinden. 
Mit etwa 4 % dominierten unter diesen verkürzte Spermienköpfe. Geknickte Spermienköpfe 
traten regelmäßig, allerdings immer in nur geringer Anzahl, auf. Sonstige Kopfveränderungen 
waren sehr selten. 
  Mit weniger als ¼ der gesamten Veränderungen war das Auftreten von Anomalien im Bereich 
des Spermienhalses und des Mittelstücks deutlich geringer. Mit nur 1,3 % waren Knickformen 
hier die häufigsten morphologischen Abweichungen. 
  Veränderungen des Schwanzstücks waren mit weniger als 0,5 % am seltensten aller Anomalien 
zu finden. In diesem Zusammenhang aber wurden die, in nur einzelnen Ausstrichen 
auftretenden, abgetrennten Spermienköpfe als färbetechnisch verursachte Artefakte angesehen 





Tab. 14:  Anteil morphologisch veränderter Zellen im Produktionsintervall (Angabe als Mittelwert 
und 90 % Konfidenzintervall, Abbildungen von Eosin-B-Färbepräparaten) 
 
 
4.2.2.2. 2  Einfluss der Mauser auf die Anzahl der morphologisch veränderten Spermatozyten 
  In Tab.15 wurden die Spermienveränderungen in der Mauserperiode aufgezeigt. Es wurde mit 
der oben erwähnten Methode ein modifizierter Spearman-Rangkorrelationskoeffizient zwischen 
Mauserrang und der Anzahl der pathologischen Zellveränderungen gebildet.  
  Dabei korrelierten etwa 25% der auftretenden Zellveränderungen mit dem Auftreten der 
Mauser. Bei den spezifischen Anomalien gab es nur im Kopfbereich signifikante Abhängigkeiten. 
Hier war ein signifikanter Zusammenhang zwischen unterentwickelten Spermien (Abb. 22) und 
Mauser vorhanden. Geißelanomalien traten häufiger – nicht jedoch signifikant häufiger – in der 
Mauser auf. Ebenfalls konnte kein signifikanter Zusammenhang zwischen Veränderungen im 
Mittelstückbereich und der Mauser nachgewiesen werden. 
normale
Spermato- Hals und Mittelstück Schwanz







Mittelwert 92,7% 4,0% 0,6% 0,1% 0,6% 1,3% 0,3% 0,4%
Konfidenz-
intervall 86 - 100% 0 - 11% 0 - 1% 0 - 1% 0 - 1% 0 - 4% 0 - 2% 0 - 2%
morphologisch abweichende Spermatozoen
               Kopf              
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Tab.15: Spermienanomalien in der Mauserphase (Angabe von Mittelwert, 90%-Konfidenzintervall, 
Maximalwerten und Korrelation zwischen dem Auftreten der Spermienformen und der 
Mauserstärke; Abbildungen von Eosin-B-Färberäparaten) 
 
 





Spermato- Mittelstück und Hals Schwanz







Mittelwert 89,24% 6,23% 0,84% 0,28% 0,50% 0,27% 1,48% 0,66%
Konfidenz-
intervall 75 - 100% 0 - 20% 0 - 3% 0 - 2% 0 - 2% 0 - 1% 0 - 5% 0 - 3%
individuelles 
Maximum 61,50% 11,00% 7,00% 5,00% 4,50% 14,50% 6,50%
Korrelations-
koeffizient -0,2488 0,1594 0,1304 0,3584 0,0624 -0,0160 -0,0722 0,2270
morphologisch abweichende Spermatozoen
               Kopf              
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4.2. 3  Endoskopische Gonadendarstellung 
  Wie schon in dem vorhergehenden Versuch wurde das Volumen in Ränge eingeteilt. Gleichsam 
wurde mit der unterschiedlichen Organdarstellung verfahren (Anhang I: Tab. 70). Beide Rang-
systeme wurden mittels Spearman-Rangkorrelation in Beziehung gesetzt (Anhang I: Tab. 71). Zur 
Übersichtlichkeit wurde die verschiedenartigen Darstellungen der einzelnen  Organe / 
Organgrenzen graphisch aufgezeigt.  
 
4.2.3. 1  Lage der Organe des männlichen Urogenitaltrakts beim Wellensittich in der Endoskopie 
Abb. 23: Schematische Darstellung der männlichen Geschlechtsorgane in der Endosko
1 Hoden (Testis); 2. Nebenhoden (Epididymis); 3 Samenleiter (Ductus deferens); 4 Nebenni
(Glandula adrenalis); 5 Niere (Ren) mit 5‘ Div. renalis cran., 5‘ Div. renalis med., 5‘‘‘ Div. renalis cau
5’’’’ Längsachse der Niere ; 6. äußere Darmbeinarterie (A. iliaca externa); 7 Harnleiter (Ur
 
  Zur Orientierung wird hier das idealisierte Bild beim Wellensittich ohne Luftsackgrenz
ohne Intestinaltrakt wiedergegeben (Abb. 23). Die Niere mit ihrer dunkelroten Färbun
ihren drei Abschnitten liegt dorsal in der Bauchhöhle und war mit dem Endoskop
auffindbar. Der vordere Nierenabschnitt wird durch die äußere Darmbeinarterie vom m
Abschnitt getrennt. Der kugelige bis ovoide Hoden befindet sich ventrolateral des vo
Nierenabschnitts. Kraniomedial beider Organe liegt die gelblich rote Nebenniere. Nach 
schließt sich dem Hoden der in mehr oder weniger ausgeprägten Windungen verlaufende














werden. Der Nebenhoden war nur undeutlich und nicht in jedem Fall als gelbliche Region 
kaudodorsal am Hoden sichtbar (vgl. Anhang II: Abb. 28 u. 29).  
 
4.2.3. 2  Lage der kranialen Hodengrenze 
  Von der kranialen Begrenzung des Hodens wurde ein Lot auf die Längsachse der Niere gefällt. 
Die dabei entstehenden Unterschiede der Darstellung wurden in Abb. 24 dargestellt (vgl.  
Anhang II: Abb. 28). Anschließend wurde der Korrelationskoeffizient Ausdehnung der Hoden-
grenze / Hodenaktivität berechnet. Dieser lag bei 0,058. Der Wert war nicht signifikant und 
musste demnach als unabhängig von der Hodenaktivität angesehen werden.  
Abb. 24:  Schematische Darstellung der kranialen Hodengrenze in Bezug auf d
a kaudal des kranialen Nierenabschnitts (Divisio renalis cranialis); b  mit de
Nierenabschnitts; c kranial des kranialen Nierenpols  
(man beachte auch die Darstellung der Nebenniere) 
 
4.2.3. 3  Lage der kaudalen Hodengrenze 
  Auch von der kaudalen Hodenbegrenzung wurde ein Lot auf die Nierenlän
Ausdehnung der kaudalen Grenze wurde graphisch dargestellt (Abb. 25 u. An
Der ermittelte Korrelationskoeffizient verhielt sich anders als bei der 
begrenzung. Mit 0,506 war dieser signifikant. Offensichtlich unabhängig da
ebenfalls positive Korrelation zwischen der kranialen und der kaudalen Hodengie Nierenlängsachse 
m kranialen 
gsachse gefällt. Die 
hang II: Abb. 29). 
kranialen Hoden-
von existierte eine 
renze von 0,412.  
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Abb. 25:  Schema
a kranial der A. 
  Schematisiert wu
einer deutlichen G
diesem Kriterium 




tische Darstellung der kaudalen Hodengrenze in Bezug auf die Nierenlängsachse 
iliaca externa; b. mit der A. iliaca externa; c ¼ in dem medialen Nierenabschnitt 
(Divisio renalis medialis); d ½ in dem medialen Nierenabschnitt 
 
4.2.3. 4  Gefäßzeichnung des Hodens 
rde eine geringe und eine mäßige Gefäßzeichnung dargestellt (Abb. 26). Bei 
efäßzeichnung war der Hoden von einem dichten Gefäßnetz umhüllt. Auch zu 
wurde der Korrelationskoeffizient (Gefäßzeichnung / Hodenaktivität) mit 
0,1123 ermittelt. Somit ergab sich zumindest eine signifikante Tendenz (t-Test 
en abnehmender Durchblutung und ansteigender Hodenaktivität. 
  Schematische Darstellung der Gefäßzeichnung und der Hodenfarbe 




4.2.3. 5  Hodenfarbe 
  Zur Veranschaulichung sind eine rötliche und eine weißgraue Hodenfarbe dargestellt (Abb. 26). 
Aus diesem Kriterium ergab sich ein signifikanter Korrelationskoeffizient von 0,392. Daher 
bedeutete eine rötliche Grundfarbe i.d.R. eine geringe Hodenaktivität, während ein aktiver 
Hoden. eine eher weißgraue Farbe hatte. Als intermediär konnte eine gelbliche Farbe angesehen 
werden. 
 
4.2.3. 6  Ductus deferens 
  Alle drei untersuchten Parameter (Farbe, Füllung und Windungen (Ansae ductus deferentis)) 
wurden graphisch zusammengefasst (Abb. 27). Bislang unbeschrieben war die „doppelte 
Mäanderform“ der Samenleiterwindungen (Abb. 27 d). Hierbei verlief der Ductus deferens mit 
seinen Ansae ductus deferentes als Ganzes in zusätzlichen Windungen (vgl. Anhang II: Abb. 30). 
  Der Ductus deferens zeigte als Samenspeicherorgan die größte Korrelation zwischen 
endoskopischer Befundung und der Spermaabgabe. Die ermittelten Korrelationskoeffizienten 
waren für die Schlängelung 0,33, für die Füllung 0,59 und für die Farbe der Füllung 0,51. Durch 
die Kombination der Befunde nahm die Signifikanz der Ergebnisse zu (bspw. 
Schlängelung/Füllung 0,64, Schlängelung/Farbe 0,73 und Farbe/Füllung 0,73). 
Abb. 27:  Schematische Darstellung des Ductus deferens  
a. gerader Verlauf; nicht geschlängelt und gefüllt; b. wenig geschlängelt; wenig abe
durchscheinende Füllung; c. stark geschlängelt; prall weiß oder hellgrau gefüllt; d. wie c





4. 3  Beobachtetes Mauserverhalten und Mauserintervalle der 
unterschiedlichen Wellensittichformen 
 
  Die Zeitdauer der Mauser war im Versuch schwer zu beurteilen. In sehr unregelmäßigen 
Intervallen zeigten sich gruppendynamische Mauserphasen. In diesen begannen, unabhängig der 
Herkunft, sowohl die Schau- als auch die Vermehrungszuchtwellensittiche fast gleichzeitig mit 
der Mauser (Tab. 21 - 69). Bei 23 Vermehrungszuchtwellensittichen konnte in den 
Hauptversuchen 3.3.2.1.3 und 3.3.2.2 eine Totalmauser mit einer durchschnittlichen Länge von 
8,2 (± 2,3) Wochen beobachtet werden. Dem gegenüber konnte in Versuch 3.3.2.1.4 bei sechs 
der Schauwellensittiche eine Vollmauser mit einer durchschnittliche Länge von 13,7 (± 2,9) 
Wochen festgestellt werden; bei dieser Beobachtung fand allerdings eine zeitliche Begrenzung 
durch den Untersuchungszeitraum statt. 
 
4. 4  Gesamtbetrachtung der Fruchtbarkeit 
  In den Versuchen wurden insgesamt 41 männliche Wellensittiche untersucht. Ohne 
weiterführende Untersuchung war unabhängig von der Quantität der einzelnen Spermadaten 
keine Aussage über die Befruchtungsfähigkeit des Spermas möglich. Eine Ausnahme hiervon 
bildeten die sieben Vögel mit einer andauernden Azoospermie. Es handelte sich um die 
Vermehrungszuchtwellensittiche mit den Ringnummern 001, 92, 179, 204, 263 und 308 sowie um 
Schauwellensittich 1222/2. Beispielhaft ist der Verlauf der Ejakulatdaten des letztgenannten 
Vogels in Tab. 45 dargestellt. Bei diesen Individuen konnte demnach von einer Impotentia generandi 
ausgegangen werden. Bei dem Vermehrungszuchtwellensittich mit der Ringnummer 354 war 
ferner in jeder Untersuchung eine deutliche Teratozoospermie nachweisbar.  
  Infolge der geringen Tierzahl ließ sich kein signifikanter Unterschied zwischen 
Vermehrungszucht- und Schauwellensittich auf dieser Basis feststellen. Ebenfalls war es, 
aufgrund der zu geringen Tierzahl in definierten Altersstufen, nicht möglich, statistisch relevante 




5  Diskussion 
 
5. 1  Spermagewinnung 
  Jede spermatologische Untersuchung setzt eine Methode der Spermagewinnung voraus, bei der 
das Sperma im unveränderten Zustand abgegeben wird. Ferner darf der Samenspender durch die 
Samengewinnung nicht negativ beeinflusst werden. Für diese Arbeit war der wichtigste Schritt 
eine Methode zu entwickeln, die beide Anforderungen erfüllt. Die im Ergebnisteil vorgestellten 
Techniken, die Kapillar- und Massagetechnik, erfüllten dies in unterschiedlichem Maße.  
  Sowohl an den Untersucher als auch an den Vogel stellten die zwei Techniken analoge 
Anforderungen. Beide Techniken hatten sich in ihrer Durchführung als sehr leicht erlern- und 
anwendbar erwiesen. Beim Vogel trat durch die Belastung unabhängig von der Technik allenfalls 
kurzfristig eine verstärkte Schnabelatmung auf. Körperliche Schäden wurden anschließend nicht 
diagnostiziert. 
  Die Durchführung der Techniken führte zu einer unterschiedlichen Eignung für die Beurteilung 
von Ejakulaten bzw. für die spätere Anwendung in der Samenübertragung. Die Kapillartechnik 
geht von einer Entleerung der Glomus seminale durch den Untersucher aus. Hierbei wird vom 
Kloakenlumen Druck auf diese Samenspeicher ausgeübt. Durch diesen Druck wurden neben 
Sperma allerdings auch andere Sekrete freigesetzt. In den Versuchen trat in dem Zusammenhang 
mit dieser Technik ein hoher Prozentanteil von Verunreinigungen auf. So trat Harnsäure in der 
Hälfte der Ausstriche auf. Ferner war mehr als ein Drittel der Ausstriche spermienfrei und ein 
weiteres Drittel spermienarm (6,5 % vereinzelte Spermien, 26,6 % wenige Spermien). Daraus 
konnte gefolgert werden, dass neben spermaverunreinigenden auch verdünnende Einflüsse zum 
Tragen kamen. Vergleicht man diese Methode der Spermagewinnung mit den Methoden, die 
andere Autoren an psittaciformen Vögeln anwenden, so entspricht sie der Methode, mit der 
SAMOUR et al. (1986a+b 1988b) Sperma gewonnen haben. Ein Vergleich ist jedoch nur unter 
starken Vorbehalten möglich. In den drei Arbeiten dieser Autorengruppe wird die eigentliche 
Gewinnung nur am Rande erwähnt. So wird nur geschrieben, dass ein vorsichtiger Druck auf 
beide Seiten der Kloake ausgeübt wird. Anschließend wird die Samenflüssigkeit in einer 
Glaskapillare aufgefangen. Geht man nur von der vorliegenden Beschreibung aus, so wird auch 
hier, durch den von außen wirkenden Druck, eine Entleerung der Samenspeicher bewirkt. 
Unterschiede zwischen der von SAMOUR et al. verwendeten Technik und der Kapillartechnik 
liegen demnach nur in der Erzeugung des entleerenden Druckes. Bei der Kapillartechnik wird er 
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aus dem Kloakenlumen heraus erzeugt, wobei die Kloakenwand selbst zur Erzeugung des 
passiven Gegendrucks gebraucht wird.  
  Dagegen basiert die hier entwickelte Massagemethode nur auf einer zur Ejakulation führenden 
Stimulation der Vögel. Verstärkt wird die Stimulation der Vögel durch ein ventrales Abknicken 
des Schwanzes. Somit entsteht eine Körperhaltung analog der natürlichen Paarungshaltung. Bei 
dieser knickt das Männchen auf dem Weibchen sitzend den Schwanz ab und presst seine Kloake 
auf die des Weibchens (LANTERMANN 1999b). Bei einer nur kurzzeitigen Manipulation, die ja in 
der Anleitung explizit gefordert wird, wird das Ejakulat somit entsprechend dem natürlichen 
Tretakt abgegeben. 
  Erstaunlich für den Wellensittich ist die Reproduzierbarkeit der Gewinnung am „nicht-
trainierten“ Vogel. Hieraus ergibt sich, dass weder der regelmäßige Umgang mit den Tieren noch 
die regelmäßige Massage im engeren Sinne eine notwendige Voraussetzung für die 
Spermagewinnung schaffen. Dies aber erst ermöglicht eine routinemäßige spermatologische 
Untersuchung.    
  Vergleicht man auch die Massagemethode mit bisherigen Arbeiten an psittaciformen Vögeln, so 
entspricht sie der Methode, die von BROCK (1991) an der Haitiamazone durchgeführt wurde. 
Allerdings sei darauf verwiesen, dass in dem von BROCK gegebenen Methodenteil nicht erwähnt 
wird, ob es zu einer aktiven Spermaabgabe und damit zu einer Ejakulation des Vogels kommt. 
Diese beiden Methoden basieren aber zum einen auf einer parakloakalen Massage und zum 
anderen auf einer Massage der Lumbalregion. Dadurch werden die beiden Methoden mit der von 
LAKE (1967) modifizierten und von BURROWS und QUINN (1935) erstmals beschriebenen 
Massagemethode am Haushahn vergleichbar. Diese Methode hat sich bis heute in der 
Geflügelwirtschaft durchgesetzt und erfüllt auch die Anforderungen an die künstliche Besamung. 
Somit wird diese Methode auch an anderen Arten als nur an Amazonen und Wellensittichen 
durchführbar sein. Aufgrund der körperlichen Größe und der verwandtschaftlichen Verhältnisse 
dürfte diese Methode der Spermagewinnung vor allem an kleineren Arten der Gattungsgruppe 
der Platicercini in nahezu unveränderter Form zur Ejakulation führen. Im Rahmen dieser Studie 
waren im Ejakulat des Wellensittichs nach der Anwendung der Massage - trotz der 
Vergleichbarkeit mit der beim Nutzgeflügel erprobten Methode - keine Beimengungen der 
„transparent fluid“, die gelegentlich beim Hahn abgegeben wird (NISHIYAMA 1951), vorhanden.  
  Vergleicht man die Massage- mit der Kapillarmethode, so wurden mittels Massage einerseits 
signifikant weniger Proben erfolgreich gewonnen. Andererseits enthielt jede dieser Proben 
Spermien - die mittels Kapillartechnik gewonnenen Proben waren demgegenüber nur zu zwei 
Dritteln spermienhaltig. Unter Berücksichtigung des geringeren Harnsäure- und Erythrozyten-
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nachweises kann demnach davon ausgegangen werden, dass Verdünnungseffekte und 
Verunreinigungen bei der Massagetechnik seltener vorkommen. Ferner kann schon zu diesem 
Zeitpunkt vermutet werden, dass in 27 % der Versuche, in denen es nach einer erfolgten 
Ejakulation nicht zur Abgabe von Sperma kam, eine echte, kurzeitige Aspermie vorlag. Trotz 
dieses zeitweiligen Fehlens von Sperma erfüllt die Massagemethode die eingangs formulierten 
Anforderungen.  
  Die Kapillartechnik und andere Untersuchungen an Wellensittichen erfüllen diese 
Anforderungen an die Spermagewinnung nicht. In diesem Zusammenhang sei hier noch auf die 
Arbeit von JAMIESON et al. (1995), die Sperma aus euthanasierten Vögeln gewinnen, und auf die 
von HARRISON und WASMUT (1983) durchgeführte Elektroejakulation, hingewiesen. Bei beiden 
Methoden bleibt zweifelhaft, ob Spermien in ausgereifter Form gewonnen werden können. 
Darüber hinaus sind diese beiden Methoden aus Tierschutzgründen abzulehnen. 
  
5.2  Spermaparameter 
  Bisherige Untersuchungen (SAMOUR et al. 1986a+b) am Wellensittich beschränken sich in ihren 
Angaben auf das Spermavolumen, die Konzentration und den pH-Wert. In dieser Studie wurden 
über die genannten Parameter hinaus die Farbe des Ejakulats, die Vorwärtsbeweglichkeit, die 
Gesamtspermienzahl und Spermienmorphologie in Abhängigkeit von verschiedenen exogenen 
und endogenen Faktoren untersucht. Die angegebenen Wertebereiche stellen dabei rechnerisch 
ermittelte Werte aus dem Produktionsintervall dar. Durch die getätigten Rechenoperationen wurden 
infolge der z.T. sehr hohen Standardabweichungen sehr niedrige Werte erreicht, die von den 
Vögeln i.d.R. in der Produktionsphase nicht erreicht werden.  
  Das Sperma des Wellensittichs stellt in seinen Eigenschaften besondere Anforderungen an die 
Methoden. Dies bedeutet, dass die verwendeten Untersuchungstechniken hier ebenfalls eine 
kritische Beachtung finden müssen.  
Farbe 
  Das Ejakulat wies wie bei den meisten anderen Vögeln eine milchige, häufiger jedoch eine 
elfenbeinfarbene Färbung auf. Wie die Ergebnisse zeigen, ist die Farbintensität unmittelbar von 
der Spermienkonzentration abhängig. So ist die Eigenfarbe als eine durch die Spermien 
entstehende Trübung aufzufassen. Dies wird durch die ermittelte Korrelation zwischen der 
subjektiv erfassten Farbintensität und der gemessenen Spermienkonzentrationen deutlich. Dabei 
entsprechen die am Wellensittichsperma ermittelten Trübungsgrade den aufgezeigten 
Konzentrationsbereichen. Die dabei entstehenden Überschneidungsbereiche basieren auf der 
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subjektiven und damit nicht immer eindeutigen Zuordnung der Trübungsskala. Ein Vergleich mit 
anderen Vogelarten ergibt eine ähnliche Korrelation zwischen Spermienkonzentration und Farbe 
des Ejakulats. So produzieren Hähne ein leicht opakes bis milchiges Ejakulat mit einer 
Konzentration von bis zu 4,5 x 106 Spermien/µl, Puter ein milchiges Ejakulat mit einer 
Konzentration bis zu 10 x 106 Spermien/µl und Wassergeflügel ein klares Ejakulat mit einer 
Konzentration von bis zu 1,5 x 106 Spermien/µl (SALOMON 1993). 
  Bei der makroskopische Beurteilung fiel neben der Eigenfarbe vor allem der ungewöhnlich 
hohe Prozentsatz an erythrozytenhaltigen Ejakulaten auf. Das Blut führte dabei zu einer 
unterschiedlichen Anfärbung des Ejakulats, die von leicht orange bis dunkelrot reichte. Im 
Rahmen der Untersuchung zeigten sich starke individuelle Unterschiede im Anteil bluthaltiger 
Ejakulate. Beim Haushahn führt eine Sexualpause von 4-5 Tagen nach dem Auftreten blutigen 
Ejakulaten zu normalen Ejakulaten (SCHRAMM u. PINGEL 1991). Dies konnte in der Anwendung 
der Massage beim Wellensittich nicht bestätigt werden. Hier stieg die Häufigkeit von bluthaltigem 
Sperma im 7-Tages-Absamintervall auf fast den doppelten Wert des 2-Tages-Intervalls an. 
Bluthaltige Ejakulate konnten auch in den vielen Fällen beobachtet werden, in denen die Vögel 
onanierten, d. h. ohne Manipulation ejakulierten. Somit scheint das Auftreten von Blut nicht 
unmittelbar mit der Methode der Spermagewinnung zusammenzuhängen, wie es  für den Hahn 
beschrieben ist (SCHRAMM u. PINGEL 1991). Wie die ermittelte Korrelation zeigt, wirkt sich das 
Auftreten von Blut nicht negativ, sondern sogar geringgradig positiv auf die Motilität als 
Kriterium der Spermienvitalität aus. Fasst man diese Beobachtungen zusammen, wird fraglich, ob 
das Auftreten von Blut im Ejakulat an pathogene Prozesse gekoppelt sein muss bzw. ob Blut für 
Spermatozoen dieser Vogelart spermizide Eigenschaften besitzt, wie dies beim Säuger der Fall ist. 
Statt dessen liegt möglicherweise ein physiologisches Phänomen vor. Auch wenn ein Austritt aus 
dem parakloakalen Gefäßkörper wahrscheinlich erscheint, bleibt die Herkunft des Blutes 
ungeklärt. 
Volumen 
  Das extrem kleine Volumen erschwert den Umgang mit Wellensittichsperma für die Analyse 
und für die Spermagewinnung. Durch Adhäsion bleiben nach der Ejakulation Teile dessen an der 
gereinigten Kloake haften. Dieser Anteil kann nach eigenen Schätzungen 0,1 - 0,2 µl umfassen, 
hierbei handelt es sich um einen systematischen, optisch gut zu kontrollierenden Fehler. Ein 
weiterer erschwerender Punkt ist die Schätzgenauigkeit der Volumenmessung. Bei einer 
angenommenen optischen Schätzgenauigkeit von 0,1 mm im Abstand zweier Punkte und einer 
Skalierung von 7 mm/µl der Glaskapillare ergibt sich zusätzlich eine Ablesegenauigkeit von        
± 0,15 µl. Daraus ergibt sich eine maximale Messungenauigkeit von – (0,3 - 0,4) µl und + 0,2 µl. 
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Dieser Fehler entspricht somit unter Berücksichtigung der Ergebnisse bis zu 20 - 30 % des zu 
erwartenden Gesamtspermas beim Vermehrungszuchtwellensittich und etwa 10 % beim 
Schauwellensittich im 2-Tages-Absamintervall. Durch die Berechnung der Referenzwerte aus der 
Vielzahl der Einzelbestimmungen konnte dieser Ablesefehler allerdings relativiert werden. Dabei 
zeigte sich auch in der Wiederholung am Einzelvogel ein relativ konstantes Spermavolumen. Die 
auftretenden Messwertschwankungen zeigten dennoch ein typisches Verlaufsmuster, welches 
später im Zusammenhang  mit der Mauser näher beschrieben wird.  
  Die Mittelwerte der Ejakulatvolumina wiesen innerhalb der Population deutliche Unterschiede 
auf. Infolge der hohen Standardabweichung gelten für das Volumen folgende 90 % 
Konfidenzintervalle (Vermehrungszuchtwellensittiche): im 2-Tages-Absamintervall 0,2 - 3,7 µl 
(Mittelwert 1,9 µl) und im 7-Tages-Intervall 0,9-6.5 µl (Mittelwert 3,7 µl). Analog dazu sind die 
Konfidenzintervalle (Schauwellensittich): 0,1 - 5,2 µl (Mittelwert 2,6 µl) im 2-Tages- und           
0,4 - 5,9 µl (Mittelwert 3,1 µl) im 7-Tages-Intervall. Die angegebenen Wertebereiche beziehen 
sich dabei nur auf die einzelne Messung während der produktiven Phase.  
  Vergleicht man diese Messwerte der beiden verschiedenen Wellensittichformen untereinander, 
fällt auf, dass die durchschnittlich fast ein Drittel schwereren Schauwellensittiche ein um 37 % 
höheres Volumen im 2-Tages-Absamintervall als die Vermehrungszuchtwellensittiche 
produzierten. Demgegenüber hatten in der Verlängerung der Absampause auf 7 Tage die 
letztgenannten fast 1/5 größere Volumina als die Schauwellensittiche. Dennoch können beide 
Zuchtformen nur unter Einbezug der anderen Spermaparameter miteinander verglichen werden 
(S. 88 ff). 
  Vergleicht man die ermittelten Konfidenzintervalle mit Literaturangaben, so fällt auf, dass alle 
Mittelwerte der Spermiogramme, aber auch deren 90 % Konfidenzintervalle, z. T. sehr deutlich 
von den Ergebnissen von SAMOUR et al. (1986a) abweichen. Während im 7-Tages-Absamintervall 
bei Vermehrungszuchtwellensittichen, das die höchsten Messwerte lieferte, ein Wertebereich von 
0,9 - 6,5 µl mit einem Mittelwert von 3,7 µl ermittelt wurde, geben SAMOUR et al. einen 
Wertebereich 3,5 - 13,0 µl an. Wiederum werden keine Angaben zur Häufigkeit der 
Untersuchungen oder Angaben zu den Einzelvögeln gemacht. In den eigenen Untersuchungen 
wurden Maximalwerte von bis zu 9,5 µl erreicht. Aufgrund dieser Differenz ist hier nicht von 
einem zufälligen Fehler auszugehen. Da sich in den eigenen Untersuchungen auch die ermittelten 
Wertebereiche der jeweiligen Absamintervalle nicht wesentlich zwischen den Zuchtformen 
unterscheiden, ist es unwahrscheinlich, dass dieser Unterschied in den verwendeten 
Wellensittichen liegt, wobei SAMOUR et al. keine Angaben zu den verwendeten Zuchtformen 
machen. Wahrscheinlicher ist es, dass durch die unterschiedliche Spermagewinnung eine andere 
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systematische Voraussetzung geschaffen wird. Beispielsweise können Verunreinigung durch in 
der Kloake befindliche Sekrete, wie sie auch bei der Kapillarmethode vorkommen, das Volumen 
vergrößern. Von den in Betracht kommenden Sekreten lässt bspw. Harn, wie eigene 
Beobachtungen bestätigen, makroskopisch nur schlecht vom reinen Ejakulat trennen.  
  Vergleicht man die Ergebnisse mit den von BROCK (1991) an der Haitiamazone erstellten 
Ergebnisse, so fallen gewisse Parallelen auf. Die Autorin gibt für die Vögel sehr große 
individuelle Streuungsbreiten (maximal 4 - 180 µl) an, ohne jedoch auf die möglichen Ursachen 
hierfür einzugehen. Der individuelle Volumenmittelwert wird von ihr jedoch mit 4,2 – 30,4 µl 
angegeben, dieses Ejakulat wurde mit einer scheinbar analogen Methode dreimal wöchentlich 
gewonnen. In den eigenen Untersuchungen haben die Wellensittiche beim dreimaligen Absamen 
Ejakulate von etwa 2 µl, welche somit um den Faktorenbereich von 2 - 15 x von denen der 
Amazonen abweichen. Unter Berücksichtigung der Körpermassen (mittelschwere Amazone: ca. 
300 - 400 g; Vermehrungszuchtwellensittiche: Ø 45,3 g; Schauwellensittiche: Ø 59,2 g) ist eine 
Volumenabweichung in dieser Größenordnung innerhalb der Ordnung der Psittaciformes denkbar 
und existiert so vermutlich in Relation zur Körpermasse auch bei anderen Arten dieser Ordnung.  
Konzentration 
  Im Gegensatz zum Spermavolumen gab es hier sowohl Messfehler, die unmittelbar durch 
Volumenbestimmung als auch durch Verdünnungsfehler (Vorverdünnung und Mischpipette) 
entstanden. Wie beschrieben umfasste der Erstgenannte einen Bereich von ± 0,15 µl. Die beiden 
Verdünnungsfehler entstanden durch Ableseungenauigkeiten und Pipettierfehler und umfassten 
jeweils ca. 5 % Abweichungen. Bedingt durch die Untersuchungstechnik potenzieren sich hier die 
einzelnen Fehlermöglichkeiten, so dass bei kleinen Volumina eine fast 20 %ige Mess-
ungenauigkeit möglich wird. Jedoch bewirkt die hohe Versuchsanzahl wiederum einen Anstieg 
der Messgenauigkeit, wie dies auch in den Messwertverläufen sichtbar wird. Messungenauigkeiten 
waren ferner durch die sehr kleinen Zelldurchmesser der Wellensittichspermien, für die 
JAMIESON et al. (1995) 0,5 - 0,6 µm im Kopfbereich angeben, möglich. In der licht-
mikroskopischen Kammerzählung war auf ein sorgfältiges Sedimentieren der Zellen zu achten, 
damit alle Zellen in einer Beurteilungsebene lagen und nicht übersehen werden konnten. 
  Die ermittelten Werte betrugen im 2-Tages-Absamintervall während der Produktionsphase ca. 
10 x 106 Spermien/µl. Dabei ist die Konzentration bei den Vermehrungszuchtwellensittichen mit 
10,71 x 106 Spermien/µl geringfügig, aber dennoch signifikant höher als bei den Schau-
wellensittichen mit 9,36 x 106 Spermien/µl. Eine Angleichung auf ca. 13 x 106 Spermien/µl findet 
sich bei einer Absampause von 7 Tagen bei beiden Rassen. Bei beiden Zuchtformen liegen 
wiederum extreme Abweichungen von diesen Mittelwerten vor. Bei den Konzentrationen sind 
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sowohl die Extremwerte als auch die zugehörigen Standardabweichungen von mausernden 
Vögeln signifikant erhöht. Dies hängt primär mit dem starken Anstieg der Konzentration, der 
regelmäßig (bei 11 von 15 mausernden Vögeln) beobachtet wurde, zusammen. Dabei wurden 
Maximalwerte bis zu 30 x 106 Spermien/µl gemessen.  
  Die angegebenen Referenzwerte stimmen gut mit den von SAMOUR et al. (1986a) ermittelten 
Konzentrationen von (9,5 - 11,3) x 106 Spermien/µl überein. Wie auch in den eigenen 
Messungen verdünnt SAMOUR die Spermien für die Konzentrationsbestimmung, ohne allerdings 
die Verdünnungsstufen anzugeben. Dabei ist jedoch bei den von diesem Autorenteam 
gemessenen Werten auffällig, dass die Schwankungsbreite der Mittelwerte von weniger als 20 % 
bei 11 Versuchstieren unerwartet klein ausfällt. Somit ist auch unter Berücksichtigung der 
unterschiedlichen Spermagewinnung ein unmittelbarer Vergleich trotz weitgehend identischer 
Daten nur vorsichtig zu ziehen. Unter den psittaciformen Vögeln bieten sich zum Vergleich nur 
noch die von BROCK (1991) bestimmten Werte der Haitiamazone an. Sie gibt für die Amazonen 
Mittelwerte der Konzentration von 8 - 59 x 106 Spermien/µl an, wobei die Einzelwerte zwischen 
2 und 100 x 106 Spermien/µl schwanken. Im Ergebnisteil der Arbeit werden Angaben zur 
Absamhäufigkeit und zur erfolgreichen Absamung gemacht, diese weisen dennoch keine oder 
nur wenig Übereinstimmung, mit den jeweiligen im Methodenteil beschriebenen Rahmen-
bedingungen auf. So können diese sehr extremen Schwankungen infolge der unregelmäßig 
gestalteten Absampausen oder sonstiger Einflüsse aufgetreten sein. Dennoch kann eine 
Spermienkonzentration von (8 – 15) x 106 vorerst für Psittaciformes in der Fortpflanzungs-periode 
angenommen werden. Im Vergleich mit anderen Vogelordnungen fällt somit die hohe 
Spermienkonzentration bei den Papageien auf. So sind beim Hahn bis zu 5,5 x 106 Spermien/µl 
und beim Puter (Fam.: Gallifomes) bis zu 10 x 106 Spermien/µl angegeben. Bei den Entenartigen 
(Ordn.: Anatiformes) sind Spermienkonzentrationen beim Hauserpel bis zu 4,5 x 106 Spermien/µl, 
beim Moschuserpel bis zu 2,5 x 106 Spermien/µl und beim Ganter bis zu 1,5 x 106 Spermien/µl  
nachgewiesen (SCHRAMM u. PINGEL 1991).  
Spermiengesamtzahl 
  Dieser Parameter wies die höchsten Messungenauigkeiten auf. Durch Multiplikation von 
Ejakulatvolumen und Spermienkonzentration wurden auch die Fehler, die aus der Messung der 
beiden Parameter resultierten, entsprechend vergrößert. Unter diesen Umständen waren bei 
kleinen Volumina Fehler von mehr als 30 % möglich.  
  Als Maß der Spermienproduktion weist dieser Hilfswert die höchste Korrelation zu der 
Hodenaktivität auf. Begründet werden kann dies mit der offensichtlichen Unabhängigkeit der 
beiden Einzelwerte; dem Volumen und der Konzentration. Dennoch konnte häufig ein 
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zeitgleicher Anstieg von Volumen und Konzentration beobachtet werden. Dieses einander 
verstärkende Verhalten der beiden Messgrößen zeigte sich allerdings auch beim Abfall der Werte. 
Die dabei ermittelten Ergebnisse liegen für den Vermehrungszuchtwellensittich unter 
Berücksichtigung des Mittelwertes im 2 Tages-Absamintervall 0 – (22,39) –  45,64 x 106 Spermien 
und im 7 Tages-Absamintervall bei 5,5 – (42,75) – 80 x 106 Spermien pro Ejakulat. Im 2 Tages-
Absamintervall haben die Schauwellensittiche mit 0 – (24,71) – 57,17 x 106 Spermien etwa gleich 
viele Spermien pro Ejakulat. Anders verhält sich der Anstieg in der Verlängerung der Absam-
pause auf 7 Tage. Hier enthält das Ejakulat der Schauwellensittiche nur 0 – (28,00) - 69,71 x 106 
Spermien. Im Vergleich der Wellensitticherassen fällt bei diesem für die Fruchtbarkeit 
entscheidenden Wert vor allem die höhere Spermienabgabe der Vermehrungszuchtwellensittiche 
im 7 Tages-Absamintervall auf. 
  Interessant ist das Verhalten dieses Parameters in Zusammenhang mit der Mauser. In den 
eigenen Versuchen zeigte sich, dass dieser Parameter kurz vor der Mauser regelmäßig um fast das 
Doppelte anstieg, um dann gegen 0 abzufallen. Eine genauere Beschreibung folgt (s. 5.4). 
  Betrachtet man in Hinblick auf diesen wichtigen Parameter Daten anderer Autoren, sind 
Vergleiche leider nicht möglich. BROCK (1991) gibt für die einzelnen Amazonen starke 
Schwankungen der Ejakulatvolumen und Spermienkonzentrationen an, aber ohne weitere 
Angaben zum zeitlichen Verlauf oder dem Verhalten der beiden Parameter in der Messphase ist 
dieser wichtige Faktor nicht bestimmbar.  
Lebend-Rate 
  Die Lebend-Tot-Differenzierung der Spermatozoen beim Vogel, mit einer der 
Säugetierandrologie entstammenden, Technik zu bestimmen bereitet Probleme. Die Ursache liegt 
in der geringeren Größe der Vogelspermien. So betragen die Spermiendurchmesser beim 
Wellensittich nur ca. 0,5 - 0,6 µm (SAMOUR et al. 1986b, JAMIESON et al. 1996), wobei allerdings 
auch andere Vogelarten nur geringfügig größere Zelldurchmesser haben (SCHRAMM u. PINGEL 
1991). Bei 400facher Vergrößerung waren angefärbte von ungefärbten Zellen nur undeutlich zu 
unterscheiden. Dieser Parameter ist daher als nur bedingt aussagefähig einzuschätzen.  
  Die erfassten Mittelwerte lagen bei ca. 94 % lebenden Zellen unabhängig von der Rasse und 
Absamhäufigkeit. Auffällig ist, dass diese Mittelwerte mit der Verlängerung der Absampausen 
eine höhere Standardabweichung aufwiesen. Häufig waren hohe Anteile toter Zellen mit dem 
Auftreten von größeren Harnbeimengungen verbunden, wie sie bei einzelnen Vögeln, aber auch 
in dem 7-Tagesintervall gehäuft vorkamen. Hieraus konnte nur der Schluss gezogen werden, dass 
Harnsäure spermizid ist. Vergleichsdaten anderer Papageienvögel liegen zu diesem Parameter 




  Infolge der sehr kleinen Ejakulatvolumina war es nicht möglich das Ejakulat nativ zu 
untersuchen, ohne dass negative Auswirkungen durch Austrocknung und / oder Abkühlung 
auftraten. Um dennoch eine Beurteilung der Motilität vornehmen zu können, ergab sich die 
Notwendigkeit das Ejakulat mit der einfach herzustellenden Glukose-Ringer-Lösung zu 
verdünnen. Dies wiederum bewirkte, dass eine Massenbewegung, deren Beurteilung unmittelbar 
von unverdünnten Sperma abhängig ist, nicht zu beurteilen war. Der Glukosezusatz der 
Verdünner bezweckte eine Motilitätssteigerung der Spermien. Unter der Annahme, dass durch 
diese Art der Verdünnung nur die ohnehin motilen Zellen zu einer verstärkten Bewegung 
befähigt wurden, waren die so ermittelten Werte mit denen anderer Vogelarten vergleichbar.  
  Mit 73 % vorwärtsbeweglichen Spermien im 2-Tages-Absamintervall hatten die Vermehrungs-
zuchtwellensittche eine signifikante höhere Spermienbeweglichkeit als die Schauwellensittiche mit 
nur 47 %. In den Versuchen zeigte sich aber, dass die Unterschiede zwischen beiden 
Wellensittichrassen vor allem in der größeren Varianz der Messwerte der Schauwellensittiche 
liegen. Im 7-Tages-Absamintervall gleichen sich beide Wellensittichformen mit 55 % und 56 % 
Motilitätsrate. Weiter zeigte sich, dass es hier neben starken Schwankungen innerhalb einer 
Zuchtform auch sehr ausgeprägte individuelle Schwankungen gab. 
  Sowohl die individuellen Mittelwerte der Spermienmotilität als auch die Schwankungsbreite der 
Einzelwerte decken sich mit den von BROCK (1991) an der Haitiamazone gemessenen 
Ergebnissen. Die Autorin gibt individuelle Mittelwerte der Motilität zwischen 33 und 82 % mit 
einer Standardabweichung von bis zu ± 15 % an. In ihren Versuchen arbeitet sie ebenfalls mit 
verdünntem Sperma. Im Unterschied zur vorliegenden Arbeit verdünnt sie jedoch das Sperma 
mit einem von LAKE und STEWART (1978) entwickelten Geflügelspermaverdünner im festen 
Verhältnis von 1:4. Stattdessen wurde in den eigenen Versuchen, bedingt durch die sehr kleinen 
Volumina, eine Verdünnung mit exakt 50 µl Verdünnungslösung hergestellt. Daraus folgte ein 
variables, aber jeweils berechnetes Mischungsverhältnis von ca. 1:15 bis 1:75. Doch lieferten die 
Wellensittiche analoge Daten zu den Amazonen. Rückschlüsse auf die Spermienmotilität anderer 
Papageienvögel scheinen daher möglich. Da zusätzliche Vergleichsdaten von Psittaciformes fehlen, 
werden die errechneten Mittelwerte in Relation zu Messwerten von Arten anderer 
Vogelordnungen, bei denen mit unverdünnten Sperma gearbeitet wird, gesetzt. Dies dient auch 
der Bestätigung der angewendeten Methode. Bspw. entspricht die hier gemessene 
Vorwärtsbeweglichkeit von 47 % bis 73 % der Motilität der Spermien von: Moschusenten 
(Ordn.: Anatiformes) mit 80 % - 90 % (KOLL 1978) und Straussen (Ordn.: Struthioniformes) mit     
48 % (HEMBERGER 1999) 
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  Werden diese Ergebnisse mit denen der Lebend-Rate verglichen, so ergibt sich eine bessere 
Beurteilungsmöglichkeit der Spermien mit diesem Parameter. Die angegebene Spanne ist im Falle 
der Lebend-Rate zu gering, um differenzierte Aussagen treffen zu können. Infolge des geringen 
Volumens sind andere Vitalitätstests wie der Ethidiumbromidtest oder die Bestimmung der 
Succinatdehydrogenaseaktivität (RISSE 1990) nicht durchführbar. So ist die Motilitätsbestimmung 
die bisher einzige Möglichkeit der Vitalitätsbeurteilung von Wellensittichsperma. 
pH-Wert 
  Die eigenen Untersuchungen ergaben einen pH Bereich von 8,1 - 8,7 mit einem Mittelwert von 
8,37. Nur zwei Messwerte lagen mit 8,9 außerhalb dieses Bereiches. Unterschiede konnten weder 
bei den verschiedenen Absamintervallen noch bei den verschiedenen Zuchtformen in 
signifikanter Weise beobachtet werden. SAMOUR et al. (1986b) geben einen pH-Wert von 8,2 an. 
Dieser Wert wurde mit einem pH-Meter über eine Mikroelektrode ermittelt. Trotz dieser reltiven 
Übereinstimmung der Ergebnisse muss im Vergleich auf die zugrundeliegenden Methoden 
eingegangen werden. Die Ungenauigkeit in der eigenen Arbeit beruhte auf dem verwendeten 
Indikatorpapier, welches im oben genannten pH-Bereich nur eine Sensibilität von 0,3 hat. 
SAMOUR et al. (1986b) verwenden in ihrem Versuch Seminalplasma aus Spermasammelproben, 
Fehlerbetrachtungen ebenso wie Angaben zur Häufigkeit der Messungen und über den Zeitpunkt 
der Untersuchung in Bezug auf die Sperma-gewinnung fehlen. Mit der Verlängerung der 
Untersuchungszeitpunktes kommt es durch die Aufnahme von O2 zur nachfolgenden 
Verstoffwechselung und zur Anreicherung von CO2 bzw. H2CO3 und damit zu einem pH-Wert-
Abfall. In den eigenen Untersuchungen wurde die Messung unmittelbar durchgeführt. Zusätzlich 
führt die hohe Anzahl der Untersuchungen (n = 126) zu einer Erhöhung der Aussagekraft. 
Durch die große Bedeutung für die Spermaverdünnung scheint daher eine geringfügige 
Korrektur des von SAMOUR et al. (1986b) angegebenen pH-Wertes angebracht zu sein. 
  Unabhängig davon lag ein auffallend hoher und für die Säugetierandrologie sehr untypischer 
pH-Wert vor. Aber auch für Vögel ist dieser Wert sehr hoch, nur beim Puter und beim Ganter 
werden pH-Werte von 8,2 - 8,6 gemessen (SCHRAMM u. PINGEL 1991).  
Vergleich der Absamfrequenzen und Ermittlung der optimalen Absampause 
  In den Versuchen sollte der Einfluss der Zeit auf die Spermaproduktion und die Spermaqualität 
untersucht werden. Infolge der hohen Individualität der Messwerte konnte sich ein Vergleich nur 
auf den Einzelvogel und nicht auf die (Teil-)Population beziehen. Von den bislang diskutierten 
Parametern wurden vor allem die Gesamtspermienzahl sowie die Motilität infolge ihrer 
Aussagekraft berücksichtigt.  
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  Eine Verlängerung der Absampause von zwei auf sieben Tage bedeutet eine zu erwartende 
Steigerung der Gesamtspermienzahl um den Faktor 3,5. Aus den Ergebnissen wird jedoch 
ersichtlich, dass dieser Faktor innerhalb der Gesamtpopulation nicht erreicht wurde. In der 
Verlängerung der Absampause nahm die Spermiengesamtzahl der Wellensittiche beider 
Zuchtformen nur um den Faktor 1,7, das Volumen nur um ca. 2 und die Konzentration nur um 
Faktor 1,3 zu. 
  Anhand der eigenen Ergebnisse konnte aufgezeigt werden, dass die Vögel mit dem geringsten 
Ausgangsvolumen im 2-Tages-Absamintervall eine Steigerung des Ejakulatvolumens, die dem 
Erwartungswert entspricht, nahezu erreichten. Tiere mit hohen Ausgangsvolumina unterschreiten 
diese Werte dagegen deutlich. Da im Gegensatz zum Säuger die aktive Produktion des 
Seminalplasmas als größter Volumenanteil des Spermas beim Vogel fehlt, lässt sich die geringe 
beobachtete Volumenzunahme zunächst durch eine reduzierte Spermienbildungsrate im 7-
Tagesintervall erklären. Zusätzlich haben die Glomus seminale als Samenspeicher des Wellensittichs 
resorptive Fähigkeiten (SAMOUR et al 1988a), was zu einer weiteren Volumenbegrenzung führen 
kann.  
  Im Gegensatz zum Volumen fällt im Vergleich der Mittelwerte der Konzentration bei beiden 
Zuchtformen eine große Übereinstimmung im 7-Tages-Absamintervall auf, während im 2-Tages-
Absamintervall signifikante Unterschiede herrschen. Dies lässt auf eine gering ausgeprägte 
Konzentrationsfähigkeit des Ejakulats beim Wellensittich schließen. In der gestaffelten 
Betrachtungsweise zeigte sich, dass Vögel mit einer niedrigen Spermienkonzentration im 2-Tages-
Absamintervall eine größere Konzentrationszunahme hatten als diejenigen mit einer hohen 
Ausgangskonzentration. Auch in der Betrachtung der Spermiengesamtzahl ergibt sich ein 
ähnliches Bild. Daraus lässt sich folgern, dass die vorhandenen Speicherkapazitäten in der 
Absampause in Abhängigkeit von der Spermienproduktion anfänglich schnell, später vor dem 
Erreichen des Speicherlimits zunehmend langsamer angefüllt werden. Für die Erklärung der 
Steigerung der Spermiengesamtzahl um den Faktor 6 vom 2- auf das 7-Tages-Absamintervall in 
der Gruppe der Wellensittiche mit den geringsten Spermienabgabe sind noch weitere Faktoren zu 
berücksichtigen. So wären unter konstanten Versuchsbedingungen bspw. die Massage 
(stimulierend) und Stress (reduzierend) als weitere, die Spermienproduktion, beeinflussende 
Faktoren denkbar. 
  Die Motilität als wichtiges Kriterium für die Spermaqualität nimmt in der Verlängerung der 
Absampause innerhalb der Gesamtpopulation von durchschnittlich 65 % auf 55 % ab. Unter 
Beachtung der natürlichen Paarungsfrequenz beim Wellensittich, mit mehreren Tretakten pro 
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Tag (pers. Mittl.: T. VINS, Haltern am 19.8.01), ist von einem Überaltern der Spermien 
auszugehen.  
  Aus den genannten Gründen erfüllt eine Verlängerung der Absampause auf 7 Tage, in Hinblick 
auf die KB, nicht die Erwartungen an die Optimierung der Spermadaten. So sollten die 
Absampausen für den Wellensittich der natürlichen Tretaktfrequenz angeglichen werden. 
Bezüglich der Spermadaten erscheint eine Absampause von zwei bis drei Tagen günstig. Diese 
Vermutung kann jedoch nur über Besamungsversuche bestätigt werden. Eine kurze Absampause 
entspricht allerdings auch den von ANSAH et al. (1984) im Besamungsversuch ermittelten 
Ergebnissen. Diese Absampause ist zudem nicht nur bei Vogelarten anderer Ordnungen üblich 
(SCHRAMM u. PINGEL 1991), sondern wird auch von BROCK (1991) in Besamungsversuchen an 
Haitiamazonen mit befriedigenden Ergebnissen angewendet.  
Fruchtbarkeit unter Berücksichtigung der unterschiedlichen Wellensittichformen 
 Die ermittelten Spermadaten können nicht als Mindestanforderungen für den Wellensittich 
gewertet werden. Die Ergebnisse erlauben, da keine Besamungsversuche durchgeführt wurden, 
keine Aussagen über die Fruchtbarkeit der Vögel. Als Ausnahmen hiervon sind jedoch die sieben 
Vögel mit einer Azoospermie als infertil zu betrachten. Weiter kann auch der Wellensittich, bei 
dem eine Teratozoospermie nachgewiesen wurde, zumindest als subfertil eingeschätzt werden.  
  Im Vergleich der Fruchtbarkeit der unterschiedlichen Wellensittichzuchtformen sind 
verschiedene Faktoren getrennt zu betrachten. Werden zunächst nur die Spermadaten verglichen, 
ergibt sich bei beiden Zuchtformen im 2-Tages-Absamintervall annährend dieselbe 
Gesamtspermienzahl. In der Verlängerung der Absampausen nimmt das Ejakulatvolumen der 
Vermehrungszuchtwellensittiche stärker zu. Dies wirkt sich durch die Übereinstimmung der 
Spermienkonzentration unmittelbar auf eine deutliche Zunahme der Gesamtspermienzahl aus. 
Wird nun zusätzlich die Motilität als Maß der Spermienvitalität in Abhängigkeit von der 
Spermiengesamtzahl betrachtet, ergibt sich, dass die Vermehrungszuchtwellensittiche die 
eindeutig bessere Ejakulatsqualität aufweisen. 
  Es konnte ferner aufgezeigt werden, dass Schauwellensittiche längere Mauserperioden haben. 
Lange Federn und ein möglichst dichtes Federkleid zählen dabei aber schon lange zu den 
Zuchtzielen der Schauwellensittiche (SCHÖNE u. ARNOLD 1989). Dieses Federkleid ist allerdings 
mit einer größeren und vor allem verlängerten Stoffwechselbeanspruchung in der Mauser 
verbunden. Somit ist im Vergleich zum Vermehrungs- der Schauzuchtwellensittich 
voraussichtlich eine kürzere Zeitspanne im Jahr fruchtbar. Die verlängerten Federn der 
Schauwellensittiche bereiten zusätzlich nach eigenen Beobachtungen ein weiteres Problem in der 
Spermagewinnung. Nach der Ejakulation der Vögel, während des Aufsaugens des Ejakulats 
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mittels Kapillare, kam es häufiger zu leichten Abwehrreaktionen der Wellensittiche. Oftmals 
fielen dabei, vornehmlich bei den Schauwellensittichen, die gescheitelten Federn in den, noch in 
der Kloake, befindlichen Spermatropfen. Dabei wirkten die Federn als Schwamm und saugten 
das Ejakulat auf. Eine analoge mechanische Barriere aus den Federn der Kloakenregion 
verhindert häufig auch während des Tretaktes in der Schauwellensittichzucht ein erfolgreiches 
Aneinanderlagern der Kloaken. Aus diesem Grund zupfen viele Schauwellensittichzüchter die 
genannten Federn vorher aus (pers. Mittl.: T. VINS, Haltern am 19.8.01). 
  Es lässt sich auf dieser Basis eine vom Züchter immer wieder beobachtete reduzierte 
Fruchtbarkeit der Schauwellensittiche vermuten (pers. Mittl.: T. VINS, Haltern am 19.8.2001).  
Anteil der morphologisch veränderten Spermien im Ejakulat während der mauserfreien Zeit 
  Die im Versuch verwendete Eosinfärbung ist leicht durchführbar und kann so auch in der 
tierärztlichen Praxis Anwendung finden. Technisch gesehen wirkte sich die Eosin-B-Färbung 
allerdings negativ auf die Aussagekraft aus. Ursprünglich als Supravitalfärbung erlaubte diese 
Färbung bei 1000facher Vergrößerung nur eine Beurteilung der äußeren Form der Spermien. 
Lichtmikroskopisch bestätigt sich das Bild des Wellensittichspermatozoons, das SAMOUR et al. 
(1986a) sowie JAMIESON et al. (1996) elektronenmikroskopisch erarbeiteten. In der Grundstruktur 
handelt es sich um ein typisches Vogelspermium des nonpasseriformen Typs.  
  Es waren nur ca. 7 % morphologisch abweichende Zellen im Ejakulat in der mauserfreien Zeit 
vorhanden. Mit mehr als 5 % betrafen dabei die häufigsten Veränderungen den Spermienkopf. 
Bei diesen waren mit etwa 4 % verkürzte und gleichzeitig verdickte Spermienköpfe am 
häufigsten. Unter Beachtung der leicht „aufgelockerten“ Innenstruktur handelte es sich hierbei 
vermutlich um unreife Spermatozoen. Nur ca. 1,5 % der Spermien waren im Bereich des Halses 
und des Mittelstücks verändert. Dabei gilt dieser Bereich nach SCHRAMM und PINGEL (1991) als 
die empfindlichste Region des Vogelspermiums. Veränderungen im Schwanzbereich traten mit 
weniger als 0,5 % nur vereinzelt auf. In diesem Versuch wurde jener Zeitraum als mauserfreie 
Zeit gewertet, in dem weder ein Federverlust noch das Wachsen von Federn oder Federscheiden 
nachweisbar waren. Dabei kann eine Betrachtung des tatsächlichen Federstoffwechsels nicht über 
das Erfassen dieses einfachen Mauserstatus erfolgen. Dies bedeutet, dass die genannten 
Spermienveränderungen zum Teil auch schon unter dem Einfluss der beginnenden Mauser 
aufgetreten sein konnten. 
  Bislang existieren keine Vergleichsdaten über Abweichungen der Spermienmorphologie aus der 
Familie der Psittaciformes. Im Nutzgeflügelbereich schwanken die dazu erstellten Ergebnisse stark. 
So werden beim Ganter zwischen 30 % (MARVAN et al. 1981) bis zu 93 % (FERDINAND 1992) 
veränderter Spermien gefunden. Für die großen Schwankungsbereiche der Ergebnisse werden 
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unterschiedliche Färbemethoden bzw. Aufbereitungen verantwortlich gemacht (SCHRAMM u. 
PINGEL 1991). Aus dem Grunde der Vergleichbarkeit der Ergebnisse sollte für weitere Unter-
suchungen an Papageien eine einheitliche Färbung / Untersuchung gefordert werden.   
 
5.3  Zusammenhang zwischen Ejakulatvolumina und der endoskopischen 
Gonadenbeurteilung 
  Trotz der Zunahme von nichtinvasiven Techniken ist die mikroinvasive Endoskopie nach wie 
vor eine der am häufigsten angewendeten Methoden zur Geschlechtsbestimmung von 
monomorphen Vögeln. Nur diese Methode bietet die Beurteilungsmöglichkeit der Gonaden. 
Allerdings bereitet die Beurteilung des Funktionszustandes der männlichen Gonaden seit Jahren 
Probleme. Ziel der Untersuchung war es, durch Vergleich der endoskopischen Darstellung mit 
der Hodenaktivität, ermittelt durch die Untersuchung der Ejakulate, Informationen zum 
Funktionszustand zu erlangen und diese mit den wenigen in der Literatur zugänglichen 
Beurteilungskriterien zu vergleichen. 
  Im Versuch orientierte sich die Bestimmung der Hodenaktivität aus arbeitstechnischen 
Gründen ausschließlich an den individuellen Ejakulatsdurchschnittsvolumina der vorherigen 
Versuche. Möglich wird dies, da die Spermiendichte, wie die vorangegangenen Ergebnisse 
zeigten, nicht so großen Schwankungen wie das Volumen im Verlauf des Gonadenzyklus 
unterworfen ist. Dennoch führt dies Vorgehen zu einer geringfügig eingeschränkten Aussagekraft 
der Versuche, da nur ein qualitätsbestimmendes Merkmal des Spermas berücksichtigt wurde. Um 
ein schonendes Vorgehen sicherzustellen, führte die geringe Größe des Wellensittichs zur 
Verwendung eines sehr kleinen, starren Endoskops (Ø 1,9 mm, 0° Optik). Die Verwendung eines 
0° Blickwinkel-Endoskop erschwerte dabei sowohl das Einführen des Endoskops wie auch das 
Durchstoßen des kaudalen Bauchluftsackes vor dem Erreichen der Beurteilungsposition. Ferner 
schränkte die verwendete Optik die Übersichtlichkeit des Blickfeldes ein. So war der Hoden nicht 
in einem Blickfeld, sondern erst durch das Verschieben des Blickfeldes, gut zu beurteilen.  
  Zur endoskopischen Beurteilung war nur der linke Hoden geeignet. Der Wellensittichhoden 
wich mit seiner kugeligen bis ovoiden Form von der üblicherweise für Psittaciformes beschriebenen 
Bohnenform deutlich ab (HARRISON 1978, TAYLOR 1995). Darüber hinaus lag der Hoden 
ventrolateral des kranialen Nierenabschnitts und lateral der Nebenniere, welche ihrerseits 
kraniolateral des kranialen Nierenabschnitts liegt. Somit trifft die Pauschalaussage von 
MCDONALD (1982), der für den Hoden die Lage zwischen Nebenniere und Niere angibt, nicht 
auf alle Psittaciformes zu. Die Farbe des Hodens schwankte wie bei Untersuchungen an anderen 
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Psittaziden zwischen gelb-blassrot und grau-weiß (BREARLEY et al. 1991, TAYLOR 1995). Über 
den dorsomedial liegenden und nicht immer sichtbaren, leicht gelblichen Nebenhoden gibt es 
kaum Angaben in der Literatur. Auch eine genauere Beschreibung des Samenleiters fehlt in den 
zugänglichen Quellen.  
  Dieses Informationsdefizit vergrößert sich in den Angaben zur endoskopischen Betrachtung 
des Funktionszustandes des Hodens. Ein häufig in der Literatur genanntes Kriterium für aktive 
Hoden ist die (verstärkte) Durchblutung des Hodengewebes (HEIDENREICH 1978, BREARLEY et 
al. 1991). Diese Beobachtung konnte nicht bestätigt werden. Im Gegensatz dazu ergab sich eine 
signifikante Tendenz zur Korrelation zwischen zunehmender Hodendurchblutung und 
Verringerung der Hodenaktivität. 
  Von statistisch gesicherter Aussagekraft ist nach diesen Versuchen die Beziehung von 
Hodenfarbe und Hodenaktivität. Ein funktionsaktiver Hoden hatte, wie auch von BREARLEY et 
al. (1991) beschrieben, eine helle grau-weiße Farbe. Im Gegensatz dazu variierte ein inaktiver 
Hoden i. d. R. zwischen gelblichen bis rötlichen Farbtönen. Diese Beobachtung deckt sich mit 
den Ergebnissen von SERVENTY und MARSHALL (1956), die für saisonale Brutvögel in der 
Brutsaison eine Zunahme von Lipiden infolge der Steroidhormonsynthese im Hodenparenchym 
und somit eine weißere Färbung feststellen. Die Aussagekraft dieses Kriteriums ist damit 
durchaus praxisrelevant, sollte aber bei einem (sehr) kleinen Endoskop aufgrund der nur in 
Farbnuancen vorkommenden Unterschiede und der vorkommenden blutigen Verunreinigung der 
Optik nicht überbewertet werden. 
  Die Beurteilung der Hodengröße gestaltet sich unter Praxisbedingungen schwierig. Ein 
technisches Problem ist die nicht in absoluten Zahlen durchführbare, direkte Größenmessung. 
Hierzu wären teure computergestützte Verfahren nötig. So wurde die Größenangabe auf „fixe“ 
Organe bezogen, die in ihrer Lage aufgrund ihrer physiologischen und anatomischen 
Gegebenheiten besonders kleinen Größen- und Lageschwankungen unterworfen sind. So wurde 
die Niere im Beckenknochen als sehr formstabil betrachtet und deshalb als Beurteilungskriterium 
herangezogen. Da der direkte Größenvergleich durch das kleine Blickfeld des Endoskops nicht 
möglich war, wurde die Größenmessung durch das Fällen eines Lotes sowohl von der kranialen 
als auch von der kaudalen Hodengrenze auf die Nierenlängsachse vollzogen. Kein statistisch 
relevanter Zusammenhang konnte zwischen der Überschreitung des vorderen Nierenpols durch 
die vordere Hodenbegrenzung und dem Ejakulatvolumen nachgewiesen werden. Andererseits 
bestand ein deutlicher Zusammenhang zwischen der Darstellung der kaudalen Hodengrenze in 
Relation zum mittleren Nierenpol und der Spermamenge. Zusätzlich zeigten beide 
Hodengrenzen eine signifikante Abhängigkeit voneinander. Betrachtet man diese scheinbar 
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widersprüchlichen Ergebnisse, muss man die Lage des Hodengekröses berücksichtigen. Dieses 
hängt nach WAIBL und SINOWATZ (1999) den Hoden im Bereich des Nebenhodens auf. Obwohl 
spezifische Untersuchungen an Psittaciformes zu dieser anatomischen Begebenheit fehlen, kann 
man anhand der anatomischen Verhältnisse von einem relativ kaudal gelegenen Nebenhoden und 
somit einer kaudalen Fixation des Hodens ausgehen. Diese Fixation ermöglicht bei einer 
Größenzunahme des Hodens einerseits eine variablere Lage der kranialen, bedingt andererseits 
aber eine größere Abhängigkeit der Lage der kaudalen Hodengrenze. Dabei muss man allerdings 
von einer artspezifischen Aufhängung des Hodens ausgehen. 
  Es liegen in der Literatur nur marginale Hinweise zur endoskopischen Darstellung des 
Samenleiters (Ductus deferens) in Bezug auf die Aktivität des Hodens vor (TAYLOR 1998). Wie 
gezeigt werden konnte, verändert dieses Organ in Abhängigkeit vom funktionellen Zustand des 
zugehörigen Hodens sowohl den Verlauf mit der Schleifenbildung (Ansae ductus deferentis) als auch 
seinen Füllungszustand sehr stark. Bei einer geringen oder sistierenden Spermaabgabe konnte ein 
gestreckter Verlauf mit einem fast vollständigen Verstreichen der Samenleiterwindungen  
beobachtet werden. Der Samenleiter wies dagegen mit zunehmender Hodenaktivität deutlichere 
Windungen auf, wobei sich der Samenleiter als gesamtes Organ in zusätzliche Windungen legen 
konnte. So wurde im ausgeprägtestem Fall eine „doppelte Mäanderform“ erreicht. Dies bewirkt 
eine Vergrößerung des Durchmessers des Samenleiters. Dieser deutliche Zusammenhang erklärt 
sich mit der seit langen bekannten Funktion als Samenspeicher, welcher bei anderen Vögeln auch 
eine saisonale Abhängigkeit aufweist (WAIBL u. SINOWATZ 1999). Somit bietet sich vor allen 
anderen Beurteilungskriterien die Beschaffenheit des Samenleiters für die Beurteilung der 
Hodenaktivität an.  
 
5. 4  Einfluss der Mauser auf die Spermienproduktion 
  In den Versuchen wurde eine starke Gruppendynamik im Auftreten der Mauser beobachtet. 
Dieses Mauserverhalten ist bezüglich der Biologie des Wellensittichs ein sinnvolles Phänomen. 
Der Wellensittich lebt in großen Schwärmen, wobei die Geschlossenheit der Schwärme dem 
Individuum einen Schutz vor Beutegreifern garantiert (LANTERMANN 1999a). Im Vogelleben 
stellt die Mauser dabei einen Zeitraum dar, in dem das Individuum in seiner Reaktionsfähigkeit 
verlangsamt ist. Durch das zeitgleiche Mausern bleibt der Schutzfaktor durch den Schwarm in 
dieser gefährlichen Zeit weitgehend erhalten.  
  In den eigenen Untersuchungen stellte sich die Mauser als stärkster die Spermaproduktion 
beeinflussender Faktor heraus. In der Durchführung der Untersuchungen wurde versucht andere 
5 Diskussion 
 93
Einflussfaktoren durch konstante Haltungsbedingungen weitestgehend zu reduzieren. Dies 
geschah nicht zuletzt, weil bspw. eine Abhängigkeit der Hodenaktivität von der Wellenlänge des 
Lichts auch beim Wellensittich bekannt ist (HUMPHREYS 1975). Bekanntermaßen nehmen sowohl 
Futter als auch Wasser ebenfalls Einfluss auf die Hodenaktivität (POHL-APEL 1980). Dennoch 
kann nicht davon ausgegangen werden, dass es sich mit der Mauser um den einzigen Faktor 
handelte, der sich in den eigenen Versuchen reduzierend oder stimulierend auf die 
Spermaproduktion ausgewirkt hat.  
  Die Mauser war äußerlich sichtbar, bereitete aber dennoch in der Beurteilung Probleme. Zum 
Einen lag dies in dem Verlust des zyklischen und vollständigen Mauserrhythmus beim 
domestizierten Wellensittich (SCHÖNE 1993), was auch im Versuch zu mauserfreien Zeiträumen 
von oftmals nur wenigen Tagen führte. Andererseits fehlten genauere Beurteilungskriterien für 
die Anfangsphase der Mauser. Makroskopisch fiel die Mauser erst mit dem Ausfallen der alten 
Feder auf. Dieser Vorgang wird durch das Wachsen der neuen Feder ausgelöst (SALOMON 1993), 
also zu einem Zeitpunkt, an dem der Stoffwechsel der Haut schon längere Zeit aktiv ist.  
  Der Einfluss der Mauser auf die Spermienproduktion bzw. die Gonadenaktivität kann nur 
durch übergeordnete Regelmechanismen, wie hormonellen Regulationszyklen, erfolgen. Auch 
wenn bis heute die Steuerung der Mauser nicht vollständig geklärt ist, fällt auf, dass es 
Übereinstimmungen in der Regulation der Mauser und der Gonadenfunktion gibt. So erhöht sich 
in der Mauser der Bluttestosteronspiegel (JOHNSON 1986), während dieses Hormon andererseits, 
durch eine negative Rückkopplung, die Gonadoliberin– (GnRH-) Ausschüttung einschränkt 
(KNIGHT et al. 1981). Auch die, in der Mauser reduzierte, LH-Plasmakonzentration (JOHNSON 
1986) wirkt sich ihrerseits reduzierend auf die Spermienproduktion und -ausreifung aus (BEZZEL 
u. PRINZINGER 1990b). In Bezug auf das Individuum wurde in den eigenen Versuchen 
festgestellt, dass die Mauser, die nur qualitativ erfasst wurde, nicht alle Federfluren gleichzeitig 
betrifft und dass die Mauser der einzelnen Federfluren auch unterschiedlich starke Auswirkungen 
auf die Spermaproduktion hat. Die Mauser wirkte sich in Betrachtung der einzelnen Federfluren 
in absteigender Reihenfolge von den Brustfluren über die Schwanzfedern und die Kopffluren zu 
den Schwungfedern auf die Spermienproduktion aus. Unter großen Vorbehalten lässt sich hieraus 
folgern, dass die Mauser beim Wellensittich die unterschiedlichen Federflure in Abhängigkeit von 
der Höhe des auslösenden Hormonspiegels erfasst. In den eigenen Versuchen konnte darüber 
hinaus gezeigt werden, dass sich die Mauser aufgrund dieser übergeordneten Mechanismen 
offenbar in verschiedenen „Ebenen“ (Organebene, spermatologische - und zelluläre Ebene) auf 
die Gonadenaktivität auswirkt.  
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  Aus der spermatologischer Sicht ist die Gesamtspermienzahl der wichtigste der untersuchten 
Parameter. Für die Betrachtung wurde der Verlauf der Gesamtspermienzahl anhand der 
Messdaten des 2-Tages-Absamintervalles ermittelt. Das kurze Absamintervall ermöglichte dazu 
eine deutlich genauere Untersuchung des Verlaufs als das 7 Tagesintervall.  
  In der mauserfreien Zeit zeigten die Vögel eine weitgehend konstante Spermienabgabe 
(Basisproduktion). Diese schwankte in Abhängigkeit von der methodischen Fehlerquelle und 
sicherlich auch von der individuellen Kondition am Tage der Absamung. Bei den meisten 
Individuen (11 von 16 Vögeln) stieg kurz vor der Mauser die Spermiengesamtzahl für einen 
kurzen Zeitraum stark an, wobei diese Maximalabgabe, i. d. R. handelte es sich um einen 
einmaligen Messwert, Werte von 150 - 290 % des individuellen Mittelwertes im 
Beobachtungszeitraumes erreichte. Dabei erhöhte sich neben dem Volumen auch die 
Spermienkonzentration des Ejakulats. Anschließend kam es zu einem raschen Sistieren der 
Spermienabgabe (physiologische Aspermie) innerhalb von vier bis sechs Tagen. Der weitere 
Verlauf mit der Rückkehr zur Basisproduktion konnte infolge der kurzen Beobachtungs-
zeiträume in den eigenen Versuchen nicht erfasst werden. Interessant in der Beurteilung dieses 
Verlaufs ist die Maximalabgabe, die auf dem gemeinsamen Ansteigen von Volumen und 
Konzentration beruht. Der Volumenanstieg lässt sich gut mit den Ergebnissen der 
endoskopischen Befundung in Verbindung bringen. Die ermittelte Korrelation zwischen 
Spermaabgabe und Mauser einerseits und Hodenaktivität und Darstellung des Samenleiters 
andererseits lassen auch auf eine Abhängigkeit zwischen der Samenleitergröße und des -volumens 
von der Mauser schließen. Eine Umstrukturierung des Samenleiters mit dem Einsetzen der 
Mauser führt zu einer Abnahme der Speicherkapazität des Samenleiters. Diese Verringerung der 
Speicherkapazität zeigte sich im Versuch mit einer verstärkten Ejakulation, bei der das 
produzierte und zusätzlich das im Samenleier gespeicherte Sperma abgegeben wurden. Daraus 
folgt eine vorübergehenden Vergrößerung des Volumens. Auch der Konzentrationsanstieg kann 
aus der Entleerung des Samenspeichers resultieren. So stellt NISHIYAMA (1951) fest, dass die 
höchste Spermienkonzentration im proximalen und nicht im distalen Bereich des Samenleiters 
des Hahnes vorkommt. Hieraus folgt bei einer Entleerung des Samenleiters, sofern analoge 
Verhältnisse beim Wellensittich vorliegen, auch ein Anstieg der Spermienkonzentration.  
  Im Auftreten von pathologischen Zellformen in Abhängigkeit zur Mauser wurde eine 
signifikante Korrelation ermittelt. So wurden in der Mauser fast 11 % morphologisch 
abweichende Spermien gefunden, während im mauserfreien Zeitraum nur ca. 7 % missgebildete 
Spermien festgestellt wurden. Signifikant erhöht war dabei vor allem die Anzahl von verkürzten, 
verdickten Spermien, die als unreife Zellformen vermutet wurden. Das häufigere Auftreten von 
Spermienanomalien hängt möglicherweise von der erniedrigten LH-Ausschüttung während der 
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Mauser ab. Da dieses Hormon, über eine Testosteronausschüttung, unter anderem für die 
Ausreifung der Spermien in dem Samenleiter verantwortlich ist (BUDRAS u. SAUER 1975), erklärt 
sich auch das gehäufte Auftreten unterentwickelter Spermatozoen während der Mauser. 
 
 
5. 5  Stellenwert der Studie und Ausblick 
  Ziel der vorliegenden Studie war es, eine reproduzierbare Möglichkeit der Spermagewinnung 
und der Spermabeurteilung bei Psittaziden zu etablieren. Die beim Nutzgeflügel verwendete 
Massagemethode ließ sich nach kleinen Modifizierungen auch am Wellensittich leicht und sicher 
anwenden. Das Ejakulatvolumen erwies sich als außergewöhnlich gering, so dass ein 
Untersuchungsgang, in Anlehnung an die üblichen spermatologische Untersuchung in der 
Säugetier- und Nutzgeflügelmedizin, entwickelt werden musste. Mit diesem verglichen erwiesen 
sich folgende Parameter als aussagekräftig: Farbe, Ejakulatvolumen, Motilität, 
Spermienkonzentration, Spermiengesamtzahl und pH-Wert. Lediglich die Lebend-Tot-Rate 
(Eosin-B-Färbung) erwies sich bei 400facher Vergrößerung infolge der geringen Spermiengröße 
nur als bedingt aussagekräftig. Bei 1000facher Vergrößerung hingegen eignete sich diese Färbung 
auch für die erste Beurteilung der Spermienmorphologie. Dieser Untersuchungsgang kann, da er 
nur geringste Volumina erfordert, auch bei anderen kleinen Papageien eingesetzt werden. Dies 
erscheint für die Vergleichbarkeit der Messergebnisse um so wichtiger, als dass die 
Spermaparameter beim Nutzgeflügel - beim Ziervogel liegen bislang keine anderen 
umfangreichen Studien vor - sehr stark durch die unterschiedlichen Untersuchungs- und 
Färbemethoden beeinflusst werden (SCHRAMM u. PINGEL 1991). Ferner ergaben sich 
praxisrelevante Aspekte in der Aktivitätsbeurteilung der Gonaden durch die endoskopische 
Diagnostik. Demnach kann davon ausgegangen werden, dass nicht nur für papageienartige Vögel 
die Darstellung der Samenleiter und die Hodenfarbe wichtige Beurteilungskriterien der Aktivität 
sind. Artspezifisch kann ferner die Hodengröße zur Beurteilung mit herangezogen werden. 
Zumindest für die Ordnung der Papageien ist allerdings die Gefäßzeichnung als 
Aktivitätskriterium nur von geringer Bedeutung. Für die Fertilitätsbeurteilung sowohl durch die 
spermatologische als auch durch die endoskopische Untersuchung ergibt sich durch die eigenen 
Untersuchungen der Grundsatz, dass der allgemeine Gesundheitszustand berücksichtigt werden 
muss. Dazu gehört besonders - sicherlich allerdings nicht ausschließlich - die Beachtung der 
Mauser. Nach den vorliegenden Ergebnissen sollte bei einem klinisch gesunden und als 
vermeintlich unfruchtbar beurteilten Papageien eine Kontrolle dieser Diagnose in der 
mauserfreien Zeit nochmals durchgeführt werden.  
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  Mit der Zunahme der Vogelhaltung und –zucht und der daraus resultierenden Spezialisierung 
der Tierärzte ist zu erwarten, dass dem Gebiet der Fertilitätsbeurteilung zukünftig eine größere 
Bedeutung zukommt. Nicht nur die hier ermittelten Spermiogramme, sondern vor allem die 
diesen zugrundeliegenden Untersuchungsgänge und –methoden, können die Grundlage zu einer 
effektiveren Zucht liefern. Schließlich stellten die Spermagewinnung und –untersuchung auch 
eine Basis der Künstliche Besamung dar. Diese wird von zunehmender Bedeutung beim Erhalt 
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  Ziel dieser Arbeit war es, eine reproduzierbare Methode der Spermagewinnung bei Psittaciformes 
am Beispiel des Wellensittichs (Melopsittacus undulatus) zu entwickeln. Es sollten spermatologische 
Referenzwerte für diese Spezies erstellt werden, um eine erste Grundlage für deren 
Fruchtbarkeitsbeurteilung zu erhalten. Ferner sollten diese spermatologischen Parameter mit der 
endoskopischen Darstellung der Gonaden verglichen werden, um eine spezifische 
Beurteilungsmöglichkeit der Hodenaktivität abzuleiten. 
  In den Vorversuchen wurden zunächst zwei verschiedene Methoden der Spermagewinnung am 
Wellensittich entwickelt. Die Kapillarmethode basiert auf der Entleerung der Samenspeicher 
(Glomus seminale) mittels einer in die Kloake eingeführten Glaskapillare. Die Massagemethode 
führt analog ihrer Anwendung beim Nutzgeflügel zu einer Ejakulation der Vögel. Bei beiden 
Techniken wurde das gewonnene Sperma in einer graduierten Glaskapillare aufgefangen. Im 
Vergleich der beiden verschiedenen Methoden der Spermagewinnung konnte gezeigt werden, 
dass hinsichtlich der höheren Spermienkonzentration und geringeren Verunreinigungen durch 
Erythrozyten und Urate die Massagemethode der Kapillarmethode deutlich überlegen war. 
Zusätzlich erwies sich die Massagemethode an versuchsfremden Wellensittichen als leicht 
durchführbar. Aus bereits vorliegenden Erkenntnissen über Psittaciformes konnte abgeleitet 
werden, dass mit der Massagetechnik innerhalb dieser Ordnung leicht Sperma gewonnen werden 
kann.  
  In den verschiedenen Hauptversuchen wurde von 41 klinisch gesunden Wellensittichen aus 
zwei verschiedenen Zuchtformen regelmäßig mittels Massage Sperma gewonnen. Im ersten Teil 
wurden Proben von 19 Vermehrungszuchtwellensittichen und 10 Schauwellensittichen in zwei 
verschiedenen Absamintervallen spermatologisch untersucht. Die Farbe und das Volumen 
konnten direkt in der graduierten Glaskapillare abgelesen werden. Mittels Indikatorpapier wurde 
der pH-Wert bestimmt. Nach Anfärbung mit Eosin wurde für diese Ordnung erstmalig die 
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Lebend-Tot-Rate der Spermatozoen im Ausstrich ermittelt. Im vorverdünnten Ejakulat wurde 
die Vorwärtsbeweglichkeit abgeschätzt. Die Dichtebestimmung wurde aus dem vorverdünnten 
Sperma mittels Kammerzählung bestimmt. Als Hilfswert wurde die Spermiengesamtzahl als das 
Produkt der Konzentration und dem Volumen berechnet. Im zweiten Hauptversuch wurden die 
Anteile missgebildeter Spermien nach Eosin-B-Färbung im Ejakulatausstrich von 12 weiteren 
Vermehrungszuchtwellensittichen bestimmt. Im letzten Versuchsteil wurde anhand der 
spermatologischen Ergebnisse von 37 Wellensittichen die aktuelle Hodenaktivität bestimmt und 
mit der endoskopischen Darstellung der Geschlechtsorgane dieser Vögel in Beziehung gesetzt. 
  Insgesamt wiesen in den Hauptversuchsreihen sieben der 41 Vögel eine dauerhafte 
Azoospermie auf, ein weiterer zeigte eine hochgradige Teratozoospermie. In den erstellten 
Spermiogrammen des ersten Hauptversuchs wiesen beide Wellensittichrassen im 2-Tages-
Absamintervall etwa die gleiche Spermiengesamtzahl auf. In der Verlängerung der Absampause 
von zwei auf sieben Tage stieg die Spermiengesamtzahl der ursprünglichen Vermehrungs-
zuchtwellensittiche deutlicher als die der intensiv gezüchteten Schauwellensittiche. In beiden 
Versuchsgruppen vergrößerten sich jedoch weder das Volumen noch die Spermienkonzentration 
proportional zur Länge des Absamintervalls. Damit wurde offensichtlich, dass sich ein kurzes 
Absamintervall von 2-3 Tagen am ehesten für die Spermienanalyse und künstliche Besamung in 
der Ordnung der Papageienvögel eignet. Statistisch relevante Unterschiede konnten nicht für den 
pH-Wert und die Lebend-Tot-Rate bei den Zuchtformen nachgewiesen werden. Im zweiten 
Hauptversuch wurden die morphologischen Abweichungen der Spermien des Wellensittichs 
untersucht. Dabei dominierten Veränderungen des Spermienkopfes. Für Ziervögel wurde in den 
beiden Versuchen erstmalig nachgewiesen, dass die Mauser einen deutlich negativen Effekt auf 
die Spermaproduktion hat. Nach einem kurzen, aber deutlichen Anstieg zu Mauserbeginn erlosch 
die Spermienabgabe während der Mauserphase. Ebenfalls konnte in dieser Zeit eine Zunahme 
der Spermienmissbildungen festgestellt werden.  
  Im Vergleich zwischen der endoskopischer Darstellung mit der Hodenaktivität konnte erstmalig 
nachgewiesen werden, dass die Form des Samenleiters das wichtigste Kriterium in der 
endoskopischen Aktivitätsbeurteilung ist, wobei der Samenleiter eines aktiven Hodens eine 
prallgefüllte, doppeltmäanderförmig geschlängelte Gestalt annimmt. Bestätigt werden konnte, 
dass aktive Hoden eine weißgraue Farbe aufweisen. Die Spermienproduktion zeigte eine 
signifikante Korrelation mit der Lage der kaudalen und nicht mit der kranialen Hodengrenze. 
Statt einer Zunahme konnte erstmalig aufgezeigt werden, dass die Gefäßzeichnung der Hoden 
eine geringfügige negative Korrelation mit der Aktivität aufweist. Aufgrund der anatomischen 
und physiologischen Verhältnisse bei anderen Ordnungen der Vögel ist möglicherweise davon 
auszugehen, dass sich diese Erkenntnisse artübergreifend anwenden lassen. 
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  The aim of this study was to develop a technique of semen collection in Psittaciformes specifically 
in the budgerigar (Melopsittacus undulatus). In addition the investigation intended to establish sperm 
data as physiological reference values in order to get a basic understanding for reproductive 
assessment. These spermdata were then to be compared with the endoscopically determined 
status of the gonads, to establish a specific frame of reference for activity assessment. 
  In the preliminary investigation two different methods of semen collection in budgerigars were 
developed and examined. The capillary-technique was based on an insertion of a glass capillary 
into the cloaca. In the course of this the semen storage (Glomus seminale) was squeezed. The 
massage-technique led - like in domestic-fowl - to an ejaculation of the birds. A graduated glass 
capillary was used to collect the released semen in both techniques. With this preliminary 
investigation it was shown, that semen obtained by massage technique was superior to semen 
obtained by capillary-technique because of the higher concentration of spermatozoa and the 
smaller contamination by urates and erythrocytes. In addition the massage technique was also 
proven on novice and untrained budgerigars. Altogether this study demonstrated that the 
massage technique can also be used efficiently for semen collection in the order Psittaciformes. 
  In the main investigation the massage-stimulation was applied regularly to a total of 41 clinically 
healthy budgerigars of two different breeding lines. In a first phase samples were taken from 19 
breeding-type budgerigars and 10 exhibition-type birds in two different collection-intervals. 
Colour and volume were determined directly from the glass-capillary. The pH value was 
measured with indicator paper. For this order for the first time the alive-dead ratio of the 
spermatozoa was counted via eosin staining. Forward motility was estimated in prediluted semen. 
In addition the sperm concentration was determined on prediluted semen via counting chamber. 
This lead directly to an estimate of the total sperm account. In the second part of the 
investigation morphologically abnormal spermatozoa of 12 further breeding-type budgerigars 
were classified via eosin staining and their frequency in percent was determined. In the last part 
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of the investigation the actual testicle-activity based on these spermdata of 37 different 
budgerigars was compared with the endoscopically determined status of the gonads. 
  Among the 41 budgerigars seven exhibited a permanent azoospermia. A further bird showed a 
constant teratozoospermia. For the two-day collection interval in the first main trial both 
breeding lines gave rise to approximately the same total sperm number. In extension from two to 
seven days collecting-interval total sperm account increased more for breeding-type than for 
exhibition-type birds. Besides this semen volume and sperm concentration did not increase 
proportionally with the extension of the interval. Thus a short collection-intervall of 2 or 3 days is 
most reliable for semen analysis and AI (artificial insemination) within this order. Neither pH or 
alive-dead ratio showed significantly differences in relation to the breeding-line and to the 
extension of the collection-interval. In the second part of the main investigation it was 
demonstrated, that malformation of the head-region dominate among morphological aberrant 
spermatozoa of this species. Both trials confirmed for the first time for pet-birds that moult 
reduces semen production significantly. Following a short increase, sperm production ceased 
during moulting. Additionally a significantly higher number of malformed spermatozoon’s were 
found.  
  Comparing the testicle activity and status of the gonads endoscopically determined showed for 
the first time, that the appearance of the deferent duct is the most important criterion in 
endoscopic evaluation for gonadal activity. The duct of an active testicle appeared in a swollen, 
double-meander shape. This study also confirmed that active gonads appear whitish grey. For the 
endoscopic assessment of the testicular activity only the position of the caudal testicular 
boundary and not the cranial position was a significant criterion. With increasing sperm activity a 
slightly negatively correlated testicle blood vascularization could be demonstrated instead of an 
expected proportional increasing. Based on anatomical and physiological resemblances with other 
orders it is to be expected that results obtained by endoscopy may be applied to other species of 
birds as well. 
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Anhang I: Tabellen 
Tab. 16: Vermehrungszuchtwellensittiche 
 
 
Laufende Nr. Ringnr. Schlupfjahr Scheitel-Steiß-Länge (cm) Masse (g) Ernährungszustand
1 01 00 11,2 31 gut
2 02 00 11,4 39 gut
3 174 5/96 11,4 47 gut
4 204 kA 11,4 34 mäßig
5 218 4/97 11,6 46 gut
6 219 4/97 11,4 62 sehr gut
7 221 kA 11,2 49 sehr gut
8 258 ka 11,1 42 gut
9 261 kA 11,4 44 gut
10 263 kA 11,3 42 gut
11 287 3/98 11,3 44 gut
12 291 kA 11,6 43 gut
13 293 3/93 11,4 40 gut
14 316 98 11,4 38 gut
15 322 98 11,4 50 sehr gut
16 340 98 11,2 50 sehr gut
17 350 7/99 11,3 49 gut
18 354 98 11,2 54 sehr gut
19 360 98 10,8 55 sehr gut
20 375 98 11,2 39 mäßig
21 383 9/99 11,6 54 sehr gut
22 386 9/99 10,9 49 gut
23 393 98 10,7 43 gut
24 404 00 11,2 44 gut
25 001 kA 11,3 40 gut
26 92 kA 11,3 47 gut
27 179 96 11,3 46 gut
28 308 5/98 11,2 45 gut
29 353 99 11,4 59 sehr gut
30 426 5/00 10,4 34 mäßig
31 754 8/99 10,2 30 mäßig
Mittelwert 11,28 45,33
Anhang 
 III  
 







Laufende Nr. Ringnr. Schlupfjahr Scheitel-Steiß-Länge (cm) Masse (g) Ernährungszustand
1 7 99 12,3 73 gut
2 12 99 12,6 59 gut
3 21 00 12,5 62 gut
4 49 00 12,2 66 gut
5 56 00 12,4 64 gut
6 58 99 12,2 46 mäßig
7 83 00 12,3 53 gut
8 109 99 12,3 53 gut
9 1222 /1 98 12,4 64 gut
10 1222 / 2 95 12,4 52 gut
Mittelwert 12,36 59,2
Anhang 
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Tab. 18: Vorversuch – Kapillartechnik – Anfang - 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
2.5 218 0,30 rö 1 3 0
2.5 219 4,30 mi-ge;KA+HA 2 0 0
2.5 237 1,20 ge 1 0 2
2.5 258 0,50 rö 1 3 0
2.5 386 0,50 rö 1 2 0
3.5 174 0,50 kl;Hs 1 0 0
3.5 332 2,50 ge;Hs 2 0 2
3.5 386 0,50 rö;KA 1 3 0
4.5 174 0,50 kl ge 3 0 0
4.5 218 0,10 kl 3 0 0
4.5 219 5,50 kl-mi 2 0 2
4.5 258 0,30 kl dr 2 3 0
4.5 287 4,90 kl ge;Ha 3 2 2
4.5 332 0,00
4.5 350 0,30 rö 2 1 2
4.5 383 0,00
4.5 386 3,00 mi;KA 0 0 4
5.5 174 0,50 mi-rör 2 3 2
5.5 218 0,30 rö 0 2 0
5.5 219 17,00 kl 0 0 0
5.5 287 1,00 mi 3 0 2
5.5 332 2,00 mi 1 0 4
5.5 383 2,10 kl ge-rö 2 2 2
5.5 386 0,40 rö 2 2 2
8.5 174 0,70 rö 3 3 0
8.5 218 1,50 rö 3 2 2
8.5 219 8,70 mi 3 2 3
8.5 287 10,30 mi ge 2 0 2
8.5 332 0,20 mi rö 1 2 0
8.5 350 7,20 kl mi 0 0 2
8.5 358 0,30 mi 0 0 4
8.5 383 0,30 mi 0 2 2
8.5 386 10,00 mi ge,HA 3 0 4
9.5 174 0,40 mi rö 3 2 2
9.5 218 1,00 mi ge 3 2 0
9.5 219 8,40 kl mi, HA 0 0 2
9.5 258 1,20 mi 0 0 2
9.5 287 0,30 mi rö 0 0 2
9.5 332 1,00 rö 2 3 2
9.5 350 2,50 mi rö 2 2 3
9.5 383 0,10 mi 0 0 2
9.5 386 1,80 mi 2 0 2
10.5 174 0,50 mi 0 0 2
10.5 218 0,00
10.5 219 1,00 mi we 0 0 2
10.5 258 3,00 kl mi 0 0 3
10.5 287 0,30 rö 2 3 0
10.5 332 2,10 rö 0 4 0
Anhang 
 V  
Tab. 18: Vorversuch – Kapillartechnik – Fortsetzung - 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
10.5 350 0,50 mi ge 0 2 2
10.5 383 0,00
10.5 386 2,00 mi ge 3 2 2
11.5 174 0,70 mi rö 4 2 2
11.5 218 0,60 mi rö 3 2 2
11.5 219 6,50 kl mi-rö 4 4 2
11.5 258 2,30 mi-rö 2 3 2
11.5 287 1,80 mi 2 0 2
11.5 332 0,20 rö 2 3 0
11.5 350 1,50 kl mi 0 0 2
11.5 383 0,20 rö 2 2 0
11.5 386 4,50 kl mi-rö;HA 3 3 2
12.5 174 0,90 rö 2 3 0
12.5 218 1,50 ge 4 0 0
12.5 219 14,00 kl 0 2 2
12.5 258 0,10 mi-ge 0 2 2
12.5 287 0,60 dr 2 4 0
12.5 332 0,00
12.5 350 0,20 mi-rö 0 3 2
12.5 383 0,70 mi-ge 0 0 0
12.5 386 2,40 mi-ge 4 2 2
15.5 174 0,50 we-rö 4 3 0
15.5 218 2,20 mi-ge 3 0 0
15.5 219 0,30 rö 3 3 0
15.5 258 0,30 kl rö 2 3 0
15.5 287 2,50 kl 2 0 3
15.5 332 1,50 kl mi 0 0 2
15.5 350 0,30 rö 3 2 0
15.5 383 1,00 kl 2 3 0
15.5 386 1,50 we-ge 4 2 0
16.5 174 2,00 mi ge-rö 4 2 0
16.5 218 2,00 mi ge 4 0 0
16.5 219 0,70 dr 2 4 0
16.5 258 0,20 dr 0 4 0
16.5 332 0,00
16.5 383 0,00
16.5 386 1,00 we ge;KA 0 0 2
17.5 174 0,00
17.5 218 0,30 ge 2 0 0
17.5 219 0,80 rö 2 3 0
17.5 258 0,20 we mi-ge 0 0 3
17.5 287 0,00
17.5 332 0,00
17.5 350 2,00 kl mi-ge 0 0 2
17.5 383 0,00
17.5 386 2,20 we mi-rö 4 3 2
18.5 174 1,50 we mi 3 0 0
18.5 218 0,00
18.5 219 0,30 dr 0 4 0
Anhang 
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Tab. 18: Vorversuch – Kapillartechnik - Fortsetzung - 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
18.5 258 0,10 rö 0 2 0
18.5 287 0,10 rö 0 2 0
18.5 350 0,60 kl mi-ge 0 3 2
18.5 383 0,10 mi-ge 0 0 0
18.5 386 10,00 mi-ge 4 0 0
19.5 174 0,40 we mi-ge 2 0 1
19.5 218 0,00
19.5 219 2,10 klmi;KA 0 0 3
19.5 258 0,30 kl rö 0 3 2
19.5 287 0,50 mi-rö 0 2 2
19.5 350 0,10 k 0 0 1
19.5 383 0,00
19.5 386 4,00 mi ge-rö 4 2 0
22.5 174 5,50 kl mi-ge 2 2 2
22.5 218 1,80 mi ge-rö 4 3 0
22.5 219 1,00 mi rö 0 3 0
22.5 258 1,00 mi-ge 0 2 2
22.5 287 2,50 mi-ge 0 0 3
22.5 350 0,10 mi 0 0 2
22.5 383 0,20 mi 0 0 2
22.5 386 1,20 mi-ge;KA 4 0 2
24.5 174 2,00 kl mi-ge 4 0 0
24.5 258 0,00
24.5 287 12,00 mi-ge 2 2 2
24.5 293 0,10 mi-rö 2 1 0
24.5 350 0,60 kl rö 2 3 0
24.5 383 0,30 rö 2 3 0
24.5 386 1,00 we mi;KA 4 0 0
24.5 218 2,00 mi ge 4 0 0
25.5 174 2,80 we mi-ge 4 0 2
25.5 218 0,00
25.5 258 0,20 mi-ge 0 0 2
25.5 287 0,40 rö 2 3 0
25.5 293 0,10 mi-rö 0 3 0
25.5 350 5,00 kl mi 0 3 0
25.5 383 0,20 mi-rö 0 2 0
25.5 386 1,00 mi-ge 4 0 2
26.5 174 1,50 mi-dr 4 4 0
26.5 219 1,20 ge;HA 2 0 2
26.5 258 0,20 dr 0 4 0
26.5 287 0,60 mi-ge 2 2 0
26.5 293 1,50 mi ge-dr 2 3 0
26.5 350 1,00 kl mi 2 0 2
26.5 386 0,10 we mi-rö 3 2 2
29.5 0,7 0,70 rö-dr 3 3 0
29.5 218 1,00 mi ge 4 0 0
29.5 258 0,20 mi ge-rö 3 3 0
29.5 287 0,50 mi ge-rö 0 3 2
29.5 293 15,00 kl ge 1 2 3
Anhang 
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Tab. 18: Vorversuch – Kapillartechnik – Ende - 
 
Legende: 
vereinzelte Zellen (<5/Ausstrich) bzw. Schmutzpartikel (<10/Ausstrich)  =  ± =  (1), 
wenig Zellen (>5/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (>10/ Gesichtsfeld)  =  + = (2), 
viele Zellen (<40/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (<80/ Gesichtsfeld)  = ++ =  (3) und  
massenhaft (>>40/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (>>80/ Gesichtsfeld)   = +++ =  (4).  
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
29.5 350 5,30 kl mi-ge 0 2 0
29.5 386 1,00 ge;HA 4 0 0
30.5 174 1,20 we mi 4 0 1
30.5 219 0,00
30.5 287 0,00
30.5 293 1,00 mi 0 0 2
30.5 350 3,00 kl mi-ge 2 2 2
30.5 386 5,40 we mi-rö 4 2 0
31.5 174 0,20 rö 2 2 0
31.5 204 0,00
31.5 218 0,00
31.5 219 1,40 we ge;HA 2 0 3
31.5 221 2,00 we mi;Ka 4 0 2
31.5 263 4,00 kl we mi 0 1 3
31.5 287 0,50 mi ge 1 2 3
31.5 293 4,70 kl ge 2 1 3
31.5 316 0,80 mi 2 0 0
31.5 322 1,80 kl we mi 4 2 0
31.5 340 0,00
31.5 354 2,00 kl we mi 2 1 2
31.5 386 2,00 ge-rö 4 1 0
31.5 393 0,70 ge-rö 3 2 0
31.5 404 3,20 we mi-ge 2 2 0
1.6 204 0,00
1.6 316 2,80 kl 4 0 2
1.6 340 0,20 ge 0 0 3
1.6 354 0,80 we ge 2 0 4
1.6 386 0,00
1.6 393 1,70 kl we ge 3 2 0
5.6 1 0,00
5.6 350 0,50 kl rö 1 2 0
6.6 1 0,00
6.6 287 11,00 kl we 2 0 2
7.6 293 0,00
7.6 386 2,30 we ge-rö 4 0 2
8.6 287 1,40 mi-ge 0 0 3
9.6 375 0,40 mi-rö 0 3 0
9.6 386 3,90 mi-ge 4 1 1
Anhang 
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Tab. 19: Vorversuch – Massagetechnik – Anfang - 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
26.5 218 0,00
26.5 383 0,00
29.5 383 0,20 mi-ge 4 0 2
30.5 218 1,00 mi-ge 4 0 0
30.5 258 0,00
30.5 383 0,60 mi-ge 4 0 0
31.5 1 0,00
31.5 2 2,50 mi-ge 4 0 0
31.5 261 2,00 mi-ge 4 1 0
31.5 291 1,00 mi 2 1 0
1.6 1 0,00
1.6 174 1,70 mi-rö 4 2 0
1.6 2 2,10 mi-ge 4 0 0
1.6 218 1,90 mi-ge 4 0 2
1.6 219 0,00
1.6 221 2,10 mi 4 0 0
1.6 250 0,00
1.6 258 0,00
1.6 261 0,40 mi 3 0 0
1.6 291 2,50 mi 4 0 0
1.6 322 4,00 mi 4 0 0
1.6 360 0,20 rö 4 2 0
1.6 383 0,60 mi-rö 4 1 0
5.6 174 1,70 mi-ge 4 0 0
5.6 2 0,50 mi-ge 4 0 1
5.6 218 1,50 mi 4 0 0
5.6 221 0,80 mi-rö 4 4 0
5.6 258 0,00
5.6 261 1,50 mi-ge 4 0 0
5.6 291 1,80 mi 4 0 0
5.6 360 0,20 mi-ge 4 0 1
5.6 383 1,00 mi 4 0 0
5.6 386 1,00 mi-rö 4 2 2
6.6 174 1,30 mi-rö 3 4 0
6.6 2 0,30 mi 3 0 0




6.6 375 0,20 mi 3 0 0
6.6 383 1,00 mi-rö 4 3 0
6.6 393 0,10 mi 1 0 0
7.6 1 0,00
7.6 218 2,50 mi-rö 4 2 0
7.6 219 0,00
7.6 221 0,10 mi 4 0 0
7.6 261 0,60 mi-rö 4 3 0
7.6 291 2,10 mi 4 0 0
Anhang 
 IX  
Tab. 19: Vorversuch – Massagetechnik – Fortsetzung - 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
7.6 340 0,00
7.6 350 0,80 dr 2 4 0
7.6 354 1,80 mi-rö 4 2 0
8.6 1 0,00
8.6 258 0,00
8.6 350 0,30 kl mi-ge 3 0 0
8.6 393 1,30 mi-rö 4 3 0
9.6 1 0,00
9.6 218 2,00 mi-ge 4 0 0
9.6 221 0,00
9.6 258 0,00
9.6 261 0,20 mi-rö 3 1 0
9.6 291 0,90 mi 4 0 0
9.6 340 0,00
9.6 350 0,00
9.6 383 0,80 mi-rö 4 2 0
9.6 393 1,70 mir 4 2 0
9.6 404 0,00
13.6 174 2,80 mi 4 1 0
13.6 2 0,40 kl ge 2 1 2
14.6 2 0,20 kl ge 3 1 0
14.6 218 1,90 mi-ge 4 0 0
14.6 221 0,20 mi-ge 4 0 0
14.6 258 0,00
14.6 287 0,30 mi-rö 4 1 0
14.6 291 0,80 mi-ge 4 0 0
14.6 340 0,10
14.6 350 0,30 mi-ge 3 0 0
14.6 354 0,40 mi 4 0 0
14.6 383 0,90 mi-rö 4 3 0
14.6 393 0,80 mi-rö 4 1 0
19.6 1 0,00
19.6 174 1,40 mi-ge 4 0 0
19.6 2 0,40 mi 4 0 0
19.6 218 2,00 mi-ge 4 0 0
19.6 221 1,10 kl mi-ge 3 0 1
19.6 261 1,30 mi-o 3 2 0
19.6 291 0,30 mi 4 0 0
19.6 360 1,90 mr 4 1 0
19.6 375 0,00
19.6 393 0,80 mi 4 0 0
20.6 2 1,30 mi-ge 4 1 0
20.6 218 3,10 mi 4 0 0
20.6 221 0,80 kl ge 4 0 0
20.6 258 0,00
20.6 261 1,50 kl ge 4 2 0
20.6 291 1,10 mi 4 0 0
20.6 3,50 1,90 mi-rö 4 2 0
20.6 340 0,70 dr 3 3 0
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Tab. 20: Vorversuch – Massagetechnik - Ende - 
 
Legende: 
vereinzelte Zellen (<5/Ausstrich) bzw. Schmutzpartikel (<10/Ausstrich)  =  ± =  (1), 
wenig Zellen (>5/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (>10/ Gesichtsfeld)  =  + = (2), 
viele Zellen (<40/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (<80/ Gesichtsfeld)  = ++ =  (3) und  
massenhaft (>>40/Gesichtsfeld) bzw. Schmutzpartikel (>>80/ Gesichtsfeld)   = +++ =  (4). 
 
 
Datum Ringnr. Volumen (µl) Farbe Spermatozyten Erythrozyten Verunreinigungen
20.6 354 0,70 mi-ge 4 0 0
20.6 360 0,80 mi-ge 4 1 0
20.6 383 0,50 mi 4 0 0
20.6 393 0,30 kl ge 3 1 0
20.6 404 0,00
21.6 221 0,80 kl ge 4 2 0
21.6 258 0,00
21.6 340 0,30 mi-rö 4 3 0
21.6 354 2,00 mi-ge 4 0 0
21.6 360 0,40 mi-ge 4 0 0
21.6 375 0,00
Anhang 
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Tab. 20: Vorversuch – Zoowellensittiche 
 
 
Tab. 21:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr.2 (Ringnummer: 02) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
22.6 0 0
28.6 0,3 mi 8,79 2,637 93%
30.6 0,7 11,62 8,134 96%
4.7 0,4 mi-ge 3,15 1,26
6.7 1,4 mi-ge 70% 9,69 13,566 93%
8.7 0,8 mi-ge 65% 5,08 4,064
10.7 1,2 mi-ge 20% 3,32 3,984 93%
12.7 0,8 mi 75% 9,45 7,56 89%
14.7 KM 0 0
16.7 KM 0 kl 0
18.7 KM 0 0
20.7 Km 0,1 0
25.7 KM 0 0
27.7 KM 0 0
1.8 KM 0 0
3.8 0 0
N u m m e r A n z ah l V e rsuc he V olu m e n (µ l)  F a rb e pH -W e rt
1 1 0 ,3 rö 8 ,7
2 1 0 ,5 rö
3 1 4 ,0 m i rö 8 ,7
4 1 3 ,5 rö 8 ,4
5 1 0 ,5 dr
6 1 3 ,0 m i-rö 8 ,4
7 1 1 ,8 dr 8 ,4
8 3 5 ,0 m i-dr
9 1 3 ,0 m i-rö 8 ,1
1 0 2 1 ,9 dr
1 1 1 1 ,7 k l m i-rö 8 ,4
1 2 1 3 ,0 m i-rö 8 ,4
1 3 1 5 ,5 k l m i-ge 8 ,1
1 4 1 0 ,0
1 5 1 0 ,0
1 6 > 4
1 7 1 4 ,0 dr
1 8 1 3 ,1 m i-rö 8 ,4
1 9 1 1 ,8 m i-rö 8 ,1
2 0 1 2 ,8 m i-rö 8 ,4
2 1 > 4
Anhang 
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Tab. 22:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr.3 (Ringnummer: 174) im 




Tab. 23:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 5 (Ringnummer: 218) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
22.6 3,5 mi-ge 10,8 37,8
28.6 2 mi-rö 8,7 17,4 93%
30.6 2,3 mi 11,51 26,473
4.7 0,9 mi 10,14 9,126 86%
6.7 3,2 mi 90% 10,8 34,56 95%
8.7 3 mi-dr 85% 11,98 35,94 98%
10.7 1 mi-dr 90% 5,07 5,07 95%
12.7 3,2 mi 75% 14,6 46,72 97%
14.7 2,6 mi 90% 11,15 28,99
16.7 2,1 mi-dr 90% 11,16 23,436 97%
18.7 2,7 mi 80% 14,27 38,529 91%
20.7 2,2 mi 55% 10,94 24,068 97%
25.7 verloren 2,5
27.7 KM 1,1 mi 25% 29,29 32,219 95%
1.8 KM 1,3 mi-dr 65% 7,43 9,659 96%
3.8 KM 1,3 mi 50% 8,11 10,543 94%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
22.6 4,1 mi-o 12,06 49,446
28.6 2,5 mi 11,54 28,85 88%
30.6 1,6 mi-rö 9,54 15,264 95%
4.7 4,3 mi-rö 6,89 29,627 95%
6.7 3,2 mi 65% 9,24 29,568 89%
8.7 3,3 mi 75% 11,82 39,006 93%
10.7 2,7 mi 90% 10,01 27,027 92%
12.7 3 mi 75% 9,35 28,05 94%
14.7 3,8 mi 90% 9,72 36,936 97%
16.7 5 mi 90% 17,2 86 97%
20.7 3 mi-ge 90% 18,2 54,6 97%
25.7 0,4 mi 80% 6,28 2,512 98%
27.7 Km 0,3 mi-o 50% 5,03 1,509
1.8 Km 1,4 mi-ge 40% 4,26 5,964 96%
3.8 KM 0,9 rö-o 40% 3,37 3,033 91%
Anhang 
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Tab. 24:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 6 (Ringnummer: 219) im 





Tab. 25:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 7 (Ringnummer: 221) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
4.7 2,5 mi 8,93 22,325 94%
6.7 2,5 mi 90% 13,67 34,175 93%
8.7 2,2 mi 90% 14,08 30,976 98%
10.7 2,5 mi 85% 10,92 27,3 92%
12.7 1,7 mi 75% 11,73 19,941 95%
14.7 2,7 mi 80% 13,65 36,855 98%
16.7 5,8 mi 85% 13,53 78,474 95%
18.7 5,2 mi 90% 15,18 78,936 94%
20.7 2,7 mi-ge 90% 8,32 22,464 97%
25.7 3,3 kl mi 25% 3 9,9 88%
27.7 Anfang-KöM 2 kl 15% 0,1 0,2 94%
1.8 KKM 1,4 kl o 75% 0,2 0,28 94%
3.8 KKM 4,9 kl mi 35% 1,83 8,967 96%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 KM 0,9 kl ge 5,48 4,932 86%
29.6 0,2 rö
3.7 0,8 kl ge 1,27 1,016 93%
5.7 0,1 kl o
7.7 0,6 mi-ge 80% 4,64 2,784
9.7 1,2 l mi 90% 6,35 7,62 94%
11.7 1 mi-ge 80% 10,61 10,61 97%
13.7 0,7 mi-ge 45% 7,54 5,278 83%
15.7 KM 0,3 mi-ge 55% 15 4,5
17.7 KM 0 0
19.7 KM 0 0
21.7 1,5 kl Oligospermie 0,25 0,375 Oligospermie
26.7 fehlt  
28.7  0 0
3.8  0 0
Anhang 
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Tab. 26:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 9 (Ringnummer: 261) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Tab. 27:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 12 (Ringnummer: 291) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
22.6 1 mi 12,5 12,5
28.6 0,4 o-rö
30.6 0,7 rö 90%
4.7 1 mi 7,59 7,59 96%
6.7 0,6 mi-rö 15% 3,78 2,268 94%
8.7 1,3 mi-o 70% 7,9 10,27 97%
10.7 0,9 mi-rö;HA 80% 6,33 5,697 94%
12.7 1,2 mi-o 85% 10,16 12,192 94%
14.7 0,15 mi 50% 17,17 2,5755
16.7 3,3 mi-ge 80% 8,92 29,436
18.7 KM 0,6 mi-ge 55% 12,6 7,56 96%
20.7 KKm 0,1
22.7 KKm 0 0
27.7 KKm 0 0
1.8 KKm 0 0
3.8 KKm 0,1 r
Datum Bes./Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges. Lebend-Rate
22.6 1,1 mi-o 7,27 7,997
28.6 0,6 mi 6,93 4,158
30.6 0,8 mi 7,58 6,064 89%
4.7 1 mi 7,59 7,59 96%
6.7 0,9 mi 90% 11,43 10,287 89%
8.7 1,2 mi 80% 17,34 20,808 94%
10.7 1,2 mi 90% 10,97 13,164 96%
12.7 1,8 mi 90% 11,38 20,484 98%
14.7 1,6 mi 80% 13,65 21,84
16.7 1,2 mi 75% 15,18 18,216 98%
18.7 1,1 mi 90% 20,36 22,396 98%
20.7 0,3 mi 90% 21,98 6,594
25.7 0,2 mi 75% 3,77 0,754
27.7 KöM 0,15 mi 75% 5,02 0,753
1.8 KKM 0 0
3.8 KKM 0
Anhang 
 XV  
Tab. 28:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 15 (Ringnummer: 322) im 




Tab. 29:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 16 (Ringnummer: 340) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10 6^/µl) Spermienges.(x10 6^) Lebend-Rate
5.7 4,3 mi 7,97 34,271 97%
7.7 6,2 kl mi 80% 10,56 65,472 96%
9.7 5,3 mi 90% 14,52 76,956 97%
11.7 3,5 mi 90% 15,45 54,075 98%
13.7 3,2 mi 85% 14,88 47,616 91%
15.7 5 kl mi 85% 9,98 49,9 97%
17.7 5,4 mi-ge 65% 5,94 32,076 96%
19.7 3 mi-ge 70% 8,29 24,87 94%
21.7 1,6 mi-ge 80% 13,77 22,032 96%
23.7 0,3 mi-ge 75% 7,55 2,265
28.7 0,3 mi 70% 6,71 2,013
2.8 KM 0,6 mi-ge 40% 1,68 1,008 93%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 2,1 mi 12,73 26,733 89%
29.6 1 mi 10,75 10,75 92%
3.7 KA
5.7 1,6 mi;HA 14,49 23,184 94%
7.7 KA 1,5 mi;KA
9.7 3,7 mi 90% 10,1 37,37 97%
11.7 KA
13.7 Kot+Harn 7,3 kl mi;HA KA 5% 3,99 29,127 93%
15.7 KM 0,6 mi 85% 13,64 8,184 94%
17.7 KM 0,2 mi 75% 22,59 4,518
19.7 KM 0,1 mi
21.7 KM 0,05 mi
26.7 1,4 kl mi 50% 0,93 1,302 82%
28.7 KM 0,1 rö
2.8 KM 5,5 kl mi-dr;HA Aspermie 0 0 Aspermie
Anhang 
 XVI  
Tab. 30:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 17 (Ringnummer: 350) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Tab. 31:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 18 (Ringnummer: 354) im 




Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
22.6 1,2 kl o 12,5 15
30.6 1 mi-rö 10,06 10,06
4.7 2,3 mi-rö 10,79 24,817 90%
6.7 2,5 mi 65% 11,75 29,375 92%
8.7 3,2 mi-rö 90% 12,01 38,432 91%
10.7 3 mi 55% 10,12 30,36
12.7 2,6 mi 85% 19,11 49,686 97%
14.7 2 mi 75% 16,37 32,74 97%
16.7 3,1 mi 85% 13,21 40,951 91%
18.7 Verloren   
20.7  0 0
25.7 KM 0 0
27.7 KM 0 0
1.8 KM 3,2 kl o  0,1 0,32  
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl)Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 2 mi 11,98 23,96 92%
29.6 1,3 mi 7,86 10,22 88%
3.7 0,2 mi 11,3 2,26
5.7 fehlt
7.7 1,3 mi 25% 7,92 10,30 93%
9.7 0,9 mi 45% 6,35 5,72 94%
11.7 bKM 1 mi 55% 9,05 9,05 97%
13.7 KM 1 mi-ge 45% 4,64 4,64 89%
15.7 1 mi 40% 8,43 8,43 98%
17.7 0,3 mi 40% 11,74 3,52
19.7 0,7 mi 40% 4,41 3,09 96%
21.7 0,8 mi-ge 30% 6,93 5,54 94%
26.7 bKM 1,3 mi 60% 8,36 10,87 96%
28.7 KM 0,7 mi 45% 6,3 4,41 93%
2.8 0,3 mi-ge
Anhang 
 XVII  
Tab. 32:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 19 (Ringnummer: 360) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Tab. 33:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 21 (Ringnummer: 383) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 1,2 mi-ge 11,74 14,088 88%
29.6 0,8 mi-ge 13,86 11,088 92%
3.7 1 mi-rö 12,07 12,07 90%
5.7 0,8 mi-ge 8,86 7,088 93%
7.7 0,5 mi-ge 10,075 5,03
9.7 1,8 mi-rö 80% 11,25 20,25 95%
11.7 1 mi-ge 80% 16,16 16,16 93%
13.7 0,8 mi 65% 12,12 9,696 93%
15.7 0,4 mi 65% 20,79 8,316
17.7 0,3 mi-ge 40% 9,22 2,766
19.7 KM 0,1 mi-o 0,922
21.7 KM 0 0
26.7 KM 0 0
28.7 KM 0 0
2.8 KM 0 0
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 4,1 mi-rö 10,12 41,492 87%
29.6 3,5 mi-rö 13,95 48,825
3.7 2,5 mi 8,67 21,675 94%
5.7 2 mi-rö 20,74 41,48 92%
7.7 2,8 mi 80% 17,85 49,98 96%
9.7 3,2 mi 90% 16,96 54,272 96%
11.7 zähviskös 1,3 mi 85% 30,08 39,104 93%
13.7 3,2 mi 75% 15,13 48,416 95%
15.7 2,3 mi 90% 5,04 11,592 97%
17.7 1,3 mi-ge 65% 15,56 20,228 90%
19.7 0,9 mi-o 65% 14,85 13,365 93%
21.7 0,3 mi-ge 35% 16,77 5,031
26.7 0,2 kl ge 35% 3,76 0,752
28.7 KM 0 0
2.8 Km 0,3 mi-ge 80% 1,68 0,504
Anhang 
 XVIII  
Tab. 34:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 22 (Ringnummer: 386) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Tab. 35:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 23 (Ringnummer: 393) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
27.6 keine
29.6 KM 0,2 rö
3.7 2 we dr 9,68 19,36 71%
5.7 2,3 mi 10,4 23,92 96%
7.7 2,9 mi 90% 15,35 44,515 96%
9.7 3,2 mi-rö 85% 18,06 57,792 95%
11.7 1,2 mi-dr 85% 16,19 19,428 97%
13.7 3 mi-rö 85% 13,77 41,31 97%
15.7 2,3 mi 75% 15,21 34,983 94%
17.7 2,1 mi 30% 14,99 31,479 96%
19.7 0,7 mi 40% 8,08 5,656 94%
21.7 2,5 mi-dr 25% 11,44 28,6 97%
27.7 2,7 mi 80% 8,84 23,868 96%
28.7 bKM 2 mi-ge 75% 10,94 21,88 93%
2.8 KM 1,3 mi-dr 40% 4,85 6,305 97%




5.7 1 kl ge-o 4,13 4,13 93%
7.7 1,3 mi-o 75% 5,94 7,722 97%
9.7 1,3 kl mi-rö 65% 4,88 6,344 96%
11.7 0,7 kl rö 75% 2,9 2,03
13.7 0,5 o 65% 7,07 3,535
15.7 0,8 kl rö 75% 1,2 0,96 98%
17.7 1,2 kl rö 45% 1,86 2,232 93%
19.7 KM 0,1 kl rö
21.7 KM 0,2 kl rö 20% 2,51 0,502
26.7 KM 0 0
28.7 KM 0,1 dr
2.8 KM 0,3 rö 0% 0,83 0,249
Anhang 
 XIX  






Tab. 37:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 2 (Ringnummer: 12) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^ 6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate
13.11 KM 4,8 mi-ge 85% 6,7 32,16 93%
15.11 KM 4,2 mi 25% 11,25 47,25 97%
17.11 3,5 mi 70% 9,15 32,025 95%
19.11 KM 5 mi 20% 6,64 33,2 96%
21.11 KM 2 kl mi 8,06 16,12 95%
23.11 KM 5 kl mi 30% 5,94 29,7 98%
27.11 4,1 mi-dr 15% 7,6 31,16 96%
29.11 4,8 mi 10% 11,41 54,768 97%
1.12 0,7 mi-ge 8,96 6,272
3.12 1,7 kl mi 90% 6,51 11,067 99%
5.12 KM 2,3 mi 45% 9,44 21,712 98%
8.12 2,1 kl mi-rö 55% 6,63 13,923 88%
Datum Bes. u. MauserVolumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
13.11 KM 0,00 0,00
15.11 KM 0,00 0,00
17.11 KM 0,30 kl mi 2,00 0,60 97%
19.11 KM 0,60 kl mi 70% 3,10 1,86 87%
21.11 KM 1,60 kl mi 55% 9,05 14,48 98%
23.11 KM 0,80 kl mi 40% 4,13 3,30
25.11 KM 1,00 mi 55% 11,43 11,43 97%
27.11 KM 0,70 mi 25% 10,65 7,46 98%
29.11 1,00 mi 10% 10,65 10,65 98%
1.12 1,00 mi 30% 16,38 16,38 99%
3.12 KM 0,80 kl mi 65% 4,22 3,38 98%
5.12 KM 0,80 kl mi 35% 3,80 3,04 98%
7.12 KM 1,00 kl mi 75% 3,37 3,37 95%
9.12 KM 0,10 kl mi 0,00
11.12 KM 0,00 0,00
Anhang 
 XX  
Tab. 38:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 3 (Ringnummer: 21) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
 
Tab. 39:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 4 (Ringnummer: 49) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
13.11 2,00 mi 55% 8,43 16,86 98%
15.11 KM 2,00 mi 25% 12,08 24,16 97%
17.11 KM 1,00 mi 80% 14,76 14,76 96%
19.11 KM 3,00 mi 20% 16,14 48,42 94%
21.11 KM 2,00 kl mi 13,88 27,76
23.11 KM 1,20 kl mi 5% 11,61 13,93 99%
25.11 KKM 0,50 mi 5% 12,08 6,04 98%
27.11 KKM 1,00 mi 35% 13,36 13,36 97%
29.11 KM 1,00 mi 35% 3,81 3,81 98%
1.12 KM 2,50 mi 10% 11,86 29,65 99%
3.12 KM 1,90 mi 15% 12,31 23,39 99%
5.12 KM 3,10 mi 25% 12,31 38,16 99%
7.12 Km 1,50 mi 10% 12,28 18,42
9.12 1,20 mi-rö
11.12 3,90 mi
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
13.11 KM 1,00 kl mi 55% 1,51 1,51 96%
15.11 KM 1,60 kl mi 50% 6,61 10,58 95%
17.11 KM 0,30 kl mi 3,17 95%
19.11 KM 0,00 0,00
21.11 KM 2,00 kl mi 45% 7,47 14,94 97%
23.11 KM 1,00 kl mi 50% 5,79 5,79 97%
25.11
27.11 KM 0,70 mi-ge
29.11 KM 1,50 mi-ge
1.12 KM 0,30 mi-ge
3.12 KM 0,00 0,00
5.12 KM 0,00 0,00




 XXI  
Tab. 40:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 5 (Ringnummer: 56) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
 
Tab. 41:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 6 (Ringnummer: 58) im Absamintervall 





Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^ 6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-Wert
13.11 KM 0,00 0,00
15.11 KM 0,00 0,00
17.11 KKM 0,80 mi-rö 55% 10,51 8,41 95%
19.11 KKM 0,70 mi-rö 75% 10,10 7,07 99%
21.11 KM 2,00 mi-rö 10,97 21,94
23.11 KM 0,50 kl mi 10,97 5,49 97%
27.11 Km 3,20 mi-rö 75% 11,84 37,89 90%
29.11 2,60 mi 80% 12,90 33,54 99%
1.12 2,90 mi 90% 14,49 42,02 98%
3.12 2,30 mi 90% 13,80 31,74 99%
5.12 2,50 mi 80% 16,77 41,93 98%
7.12 3,10 mi-rö 50% 14,45 44,80 95% 8,40
9.12 2,00 mi 14,45 28,90
11.12 1,30 mi 14,45 18,79
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl)Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
13.11 KM 3,90 mi-rö 65% 18,60 72,54 87%
15.11 KM
17.11 KM
19.11 7,00 mi  85% 21,40 149,80 96%
21.11 3,90 mi-rö 75% 12,99 50,66
23.11 5,80 mi 30% 12,53 72,67 99%
25.11 4,20 mi 17,43 73,21
27.11 2,50 mi 15% 22,32 55,80 98%
29.11 6,00 mi-rö 15% 17,29 103,74 97%
1.12 7,30 mi 25% 16,12 117,68 98%
Anhang 
 XXII  
Tab. 42:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 7 (Ringnummer: 83) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
 
Tab. 43:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 8 (Ringnummer: 109) im Absamintervall 
von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
13.11 KKM 0,00
15.11 KKM 0,00






29.11 1,00 mi-ge 55% 5,43 5,43 99%
1.12 1,50 mi-ge 5,43 8,15
3.12 0,00
5.12 0,50
7.12 0,50 kl mi-o
9.12 0,40 mi-rö
11.12
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^ 6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-Wert
13.11  4,70 mi-dr 75% 6,50 30,55 95%
15.11 KM 5,30  mi 50% 7,76 41,13 99%
17.11 KM 6,00 mi 75% 7,31 43,84 98%
19.11 KM 2,60 kl mi 70% 2,60 6,76 97%
21.11 KM 2,40 mi 60% 11,54 27,70 95%
23.11 2,00 kl mi-ge 35% 5,61 11,22 99%
25.11 4,00 mi 8,16 32,64
27.11 7,20 mi-rö 25% 10,70 77,04 97%
29.11 8,00 kl mi-rö 5% 6,97 55,76 99%
1.12  6,70 mi-rö 45% 8,91 59,70 99%
3.12 5,10 kl mi 10% 7,65 39,02 99% 8,10
5.12 KM 5,80 kl mi 15% 3,37 19,55 98% 8,70
7.12 KM 2,90 kl mi-rö
9.12 KM 1,30 kl mi
11.12
Anhang 
 XXIII  
Tab. 44:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 9 (Ringnummer: 1222/1) im 






Tab. 45:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 10 (Ringnummer: 1222/2) im 
Absamintervall von zwei Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^ 6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-Wert
13.11 4,3 kl mi;HA 2,61 11,223 92%
15.11 2
17.11 KM 1,3 kl mi 5% 3,57 4,641 90%







5.12 KKM 3 kl mi 15% 6,18 18,54 99%
8.12 KKM 3 kl mi 10% 6,16 18,48 90% 8,7
Datum Bes. u. M auser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6)
13.11 0,10 kl rö 0,00
15.11 1,50 dr 0 ,00 0,00
17.11 0,30 mi 0,00
19.11 0,00 0,00
21.11 0,30 kl o 0,00
23.11 0,00 0,00
25.11 0,00 0,00
27.11 0,20 rö 0,00
29.11 0,20 rö 0,00
1.12 0,30 kl rö 0,00
3.12 0,10 kl ge 0,00
5.12 0,70 dr 0 ,00 0,00
7.12 0,00 0,00
9.12 0,20 rö 0,00
Anhang 
 XXIV  
Tab. 46:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 1 (Ringnummer: 01) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 47:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 3 (Ringnummer: 174) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 1,10 mi 45% 10,50 11,55 99%
16.1 KM 1,40 mi 5% 20,66 28,92 97%
23.1 1,00 mi 70% 12,38 12,38 96%
30.1 2,00 mi-rö 55% 19,38 38,76 98% 8,10
6.2 1,10 mi-rö 80% 20,00 22,00 99%
13.2 1,20 mi 65% 18,62 22,34 99%
20.2 1,00 mi 45% 20,66 20,66 98%
27.2 0,40 mi-rö 99%
6.3 KKM 0,00 0,00
13.3 KKM 0,00 0,00
20.3 KKM 0,00 0,00
27.3 KKM 0,10 rö
3.4 KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,20 rö
17.4 KKM 0,00 0,00
24.4 KKM 1,00 kl mi 0%
30.4 KKM 0,00 0,00
7.5 KKM 0,90 mi 0,40 0,36 0%
14.5 KKM 0,00 0,00
21.5 0,10 mi 0%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 3,20 o-dr 65% 7,14 22,85 94% 8,70
16.1 2,80 mi-rö 50% 7,58 21,22 88%
23.1 2,70 mi-dr 80% 14,28 38,56 95% 8,10
30.1 4,80 o-dr 80% 8,16 39,17 97% 8,10
6.2 KöM 4,80 mi-dr 70% 6,63 31,82 98% 8,40
13.2 KKM 3,20 mi-rö 85% 7,14 22,85 99% 8,40
20.2 KKM 2,80 80% 11,22 31,42 99%
27.2 0,70 mi-rö 45% 10,20 7,14 96%
6.3 3,50 mi-rö 0,00 98%
13.3 3,00 mi-rö 75% 22,95 68,85 99%
20.3 3,90 mi 70% 18,11 70,63 99%
27.3 KM 3,30 mi-rö 50% 7,40 24,42 99%
3.4 KKM 3,00 mi 55% 15,56 46,68 97%
10.4 KKM 0,70 mi-ge dr 35% 11,97 8,38 96%
17.4 KKM 3,20 mi-ge dr 55% 6,89 22,05 98%
24.4 1,10 mi 90% 13,33 14,66 95%
30.4 2,80 mi-rö 98%
7.5 2,10 mi-rö 55% 20,15 42,32 99%
14.5 4,00 mi-rö 75% 10,97 43,88 95%
21.5 3,90 dr 97%
Anhang 
 XXV  
Tab. 48:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 5 (Ringnummer: 218) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 49:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 6 (Ringnummer: 219) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 3,30 kl mi 80% 8,16 26,928 83% 8,40
16.1 5,40 mi 40% 13,20 71,28 89% 8,40
23.1 6,20 mi ge 80% 11,59 71,858 99% 8,10
30.1 KM 6,10 mi rö 40% 15,05 91,805 99% 8,40
6.2 7,80 mi 85% 8,42 65,676 98% 8,40
13.2 4,00 mi 65% 15,81 63,24 98%
20.2 KKM 6,30 mi 35% 14,54 91,602 95% 8,10
27.2 4,00 mi 35% 11,99 47,96 99%
6.3 4,50 rö 0 99%
13.3 7,10 kl mi-rö 80% 15,56 110,476 95%
20.3 Fv;KKM 6,00 mi 25% 18,62 111,72 94%
27.3 KKM leer 0
3.4 KKM leer 0
10.4 KKM leer 0
17.4 KM 1,20 mi 85% 7,65 9,18 97%
24.4 leer 0
30.4 1,00 kl mi-rö 0 98%
7.5 2,10 mi 55% 10,20 21,42 95%
14.1 2,10 mi-rö 30% 4,85 10,185 99%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KÖM 7,80 kl mi-rö 55% 8,35 65,13 99% 8,10
16.1 KM 8,80 mi-rö 5% 9,18 80,78 94% 8,40
23.1 7,70 kl mi-rö 55% 11,99 92,32 94% 8,70
30.1 6,00 kl mi-rö 40% 8,67 52,02 98% 8,10
6.2 4,60 mi-rö 25% 8,67 39,88 97% 8,70
13.2 Fv 4,90 mi-rö 35% 8,42 41,26 98% 8,10
20.2 KKM 7,20 o-rö 35% 5,87 42,26 98%
27.2 Km 6,80 mi-rö 5% 13,52 91,94 97%
6.3 7,80 kl mi 97%
13.3 8,20 mi 35% 10,40 85,28 92%
20.3 Fv 7,50 kl mi 65% 7,65 57,38 97%
27.3 KKM 2,00 kl rö 55% 7,40 14,80 98%
3.4 KKM 1,80 kl rö 5% 0,26 0,47 96%
10.4 KKM 0,50 kl mi
17.4 KKM 2,80 kl rö 35% 2,55 7,14 96%
24.4 KM 5,10 kl mi 80% 8,93 45,54 98%
30.4 0,00
Anhang 
 XXVI  
Tab. 50:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 7 (Ringnummer: 221) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 51:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 9 (Ringnummer: 261) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 2,50 mi 85% 5,61 14,03 93% 8,10
16.1 3,60 mi 40% 13,51 48,64 97% 8,10
23.1 3,10 mi 75% 10,46 32,43 99% 8,10
30.1 3,20 mi 95% 15,05 48,16 98% 8,10
6.2 3,70 mi 60% 99% 8,40
13.2 KKM 3,20 mi-ge 55% 17,60 56,32 97% 8,10
20.2 KKM 2,30 mi-ge 95% 8,40
27.2 4,00 mi 90% 96%
6.3 5,40 mi 97%
13.3 3,90 mi 90% 16,83 65,64 98%
20.3 KM 1,70 mi 60% 9,18 15,61 98%
27.3 KKM 0,00 0,00
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,20 ge Fragmente
17.4 KM 0,50 kl ge 97%
24.4 KM 0,60 mi-ge 80% 11,39 6,83
30.4 1,50 mi-ge 0,00 98%
7.5 3,00 mi-ge 85% 13,77 41,31 99%
14.5 1,80 mi 90% 13,52 24,34 97%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 4,80 o-rö 90% 3,69 17,71 98% 8,10
16.1 KM 6,10 o;HA 5% 7,14 43,55 95% 8,40
23.1 3,10 o-rö 40% 10,46 32,43 98% 8,10
30.1 6,40 ge-o 30% 8,92 57,09 98%
6.2 0,70 dr 97%
13.2 4,00 ge-o 50% 5,87 23,48 98% 8,40
20.2 4,20 o-rö 70% 6,38 26,80 97% 8,40
27.2 KM 5,20 o-rö 20% 4,85 25,22 98%
6.3 KKM 0,30 dr
13.3 KKM 0,00 0,00
20.3 KKM 2,00 kl rö 70% 6,12 12,24 97%
27.3 KKM 2,00 ge-o 75% 9,18 18,36 98%
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,10 rö
17.4 KKM 0,30 98%
24.4 KKM 1,20 o-rö 25% 4,34 5,21 95%
30.4 3,00 ge-o 0,00 95%
7.5 3,40 ge-rö 55% 7,65 26,01 96%
Anhang 
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Tab. 52:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr.11 (Ringnummer: 287) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 53:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 12 (Ringnummer: 291) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 3,20 mi rö 75% 7,91 25,31 99% 8,40
16.1 2,80 kl ge-o 10% 3,06 8,57 97%
23.1 1,80 kl o-rö 40% 2,55 4,59 98% 8,70
30.1 0,00  0,00
6.2 KKM 0,20 ge-o  
13.2 0,00  0,00
20.2 0,30 rö 98%
27.2 KM 2,80 mi-rö 90% 10,20 28,56 98%
6.3 3,00 mi-rö 98%
13.3 4,10 ge-o  22,95 94,10 97%
20.3 4,50 o-rö 75% 7,65 34,43 94%
27.3 3,80 kl ge-o 50% 1,53 5,81 97%
3.4 Fv 0,20 kl rö
10.4 KKM 0,20 o-rö 96%
17.4 KKM 1,20 kl rö 0,28 0,34
24.4 KKM 0,50 kl rö 97%
30.4 1,30 kl mi 98%
7.5 1,90 o-rö 80% 6,89 13,09 98%
14.5 2,20 mi-rö 75% 8,93 19,65 97%
21.5 2,50 kl ge-o 98%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 2,00 mi 90% 14,29 28,58 98% 8,10
16.1 1,20 mi 20% 11,99 14,39 99%
23.1 1,10 mi 80% 22,70 24,97 98%
30.1 0,20 mi 96%
6.2 1,20 mi 70% 16,83 20,20 96%
13.2 0,80 mi 80% 13,48 10,78 97%
20.2 KM 0,80 mi 60% 20,20 16,16 96%
27.2 KöM 0,60 mi 45% 7,91 4,75
6.3 0,60 mi 97%
13.3 1,10 mi 75% 94%
20.3 Fv 0,70 mi 75% 11,59 8,11
27.3 KKM 0,00 0,00
3.4 KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,30 mi-rö 96%
17.4 KKM 0,80 mi 75% 14,56 11,65  
24.4 KM 0,30 mi 96%
30.4 KM 1,00 kl mi-ge 98%
7.5 KKM 0,40 mi-ge 98%
14.5 0,30 mi 94%
21.5 0,60 mi-ge 90% 11,81 7,09
Anhang 
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Tab. 54:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 13 (Ringnummer: 293) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 55:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 15 (Ringnummer: 322) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^ 6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 1,90 mi-dr 80% 4,70 8,93 93%
16.1 3,10 mi-rö 45% 8,42 26,10 99% 8,10
23.1 4,10 o-dr 85% 7,35 30,14 98% 8,70
30.1 KM 7,20 mi-rö 85% 15,30 110,16 97%
6.2 4,50 mi-rö 80% 9,44 42,48 98% 8,40
13.2 3,30 mi-rö 90% 13,01 42,93 97% 8,40
20.2 4,60 mi-rö 90% 18,87 86,80 97% 8,70
27.2 3,90 mi-dr 35% 10,55 41,15 99%
6.3 5,00 mi-rö 92%
13.3 3,50 mi-dr 90% 23,46 82,11 97%
20.3 3,60 mi-rö 75% 9,44 33,98 97%
27.3 KKM 3,20 mi-rö 85% 4,59 14,69 96%
3.4 KKM 2,00 kl mi 65% 4,59 9,18 97%
10.4 2,90 dr 90% 13,33 38,66 94%
17.4 KM 3,30 mi-rö 85% 9,69 31,98 93%
24.4 KöM 1,80 mi-rö 85% 10,46 18,83 98%
30.4 3,60 97%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 6,30 mi 35% 3,48 21,92 99% 8,40
16.1 7,20 mi 80% 10,97 78,98 99% 8,10
23.1 5,00 mi 80% 14,54 72,70 96% 8,10
30.1 6,30 mi 25% 23,46 147,80 99% 8,10
6.2 3,00 mi
13.2 5,30 mi 70% 20,40 108,12 98% 8,40
20.2 KKM 7,20 mi 10% 13,21 95,11 98% 8,40
27.2 6,30 mi 20% 14,28 89,96 94%
6.3 3,20 mi 97%
13.3 Fv 9,80 mi 35% 17,85 174,93 98%
20.3 Fv;KKM 6,00 mi 50% 13,77 82,62 99%
27.3 KKM 0,60 mi 40% 9,70 5,82
3.4 Fv;KKM 0,30 ge-o 97%
10.4 KKM 0,60 mi 70% 9,28 5,57
17.4 KKM 0,20 mi 97%
24.4 6,10 mi 75% 26,52 161,77 93%
30.4 4,00 mi 97%
7.5 3,20 mi 70% 16,58 53,06 97%
14.5 2,30 mi 45% 19,13 44,00 97%
21.5 5,50 mi 96%
Anhang 
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Tab. 56:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 16 (Ringnummer: 340) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 57:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 17 (Ringnummer: 350) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 8,50 kl mi;HA 0% 3,20 27,20 87%
16.1  1,70 mi;KA 85% 14,92 25,36 99% 8,10
23.1 3,20 mi 85% 13,86 44,35 98% 8,10
30.1 4,40 mi 85% 19,13 84,17 99% 8,10
6.2  2,00 mi 99%
13.2 KKM 4,00 kl mi;HA 
20.2 KM 4,20 mi 55% 16,32 68,54 96%
27.2  mi;KA
6.3 5,30 mi 96%
13.3  mi;KA
20.3 Fv;KM 3,00 m 85% 16,07 48,21 97%
27.3 KKM 5,00 11,48 50% 11,48 57,40 97%
3.4 Fv;KKM 0,60 mi 35% 8,86 5,32
10.4 KKM 3,10 mi-rö 90% 11,99 37,17 96%
17.4 4,10 mi 90% 15,81 64,82 97%
24.4 3,30 mi 80% 16,07 53,03 96%
30.4  mi 97%
7.5 5,40 mi 90% 11,73 63,34 98%
14.5  15,00 kl mi;HA 99%
21.5  12,00 kl mi;HA 0% 3,83 45,96 97%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1  13,00 kl mi-rö;HA 3% 4,41 57,33 89%
16.1 6,00 mi-dr 15% 16,16 96,96 98% 8,40
23.1 2,30 mi-rö 85% 22,70 52,21 98% 8,10
30.1 3,20 mi-dr 20% 10,71 34,27 99%
6.2 1,60 mi-dr 85% 23,21 37,14 94% 8,40
13.2 3,30 mi-dr 80% 9,69 31,98 96% 8,10
20.2 3,20 mi-dr 25% 10,71 34,27 97% 8,70
27.2 3,10 mi-rö 65% 18,36 56,92 96%
6.3 2,30 mi-dr 99%
13.3 6,10 mi-dr 90% 20,91 127,55 97%
20.3 Fv 1,80 mi 45% 19,89 35,80 94%
27.3 KKM 2,00 mi-dr 80% 10,46 20,92 88%
3.4 KKM 2,30 mi-rö 85% 10,46 24,06 91%
10.4 KKM 3,90 mi-dr 75% 14,28 55,69 98%
17.4 5,00 mi-dr 55% 15,30 76,50 95%
24.4 1,50 mi-rö 50% 12,63 18,95 98%
30.4 0,00 0,00
7.5 KM 5,30 mi-rö 65% 15,05 79,77 96%
14.5 KKM 1,10 mi-dr 98%
21.5 5,00 dr
Anhang 
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Tab. 58:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 18 (Ringnummer: 354) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 59:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 19 (Ringnummer: 360) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 1,30 mi-dr 25% 5,81 7,55 94%
16.1 Fv 1,20 mi-rö 10% 7,95 9,54 93% 8,70
23.1 Fv 1,40 mi-ge 20% 10,46 14,64 99% 8,10
30.1 KM 1,20 mi-ge 55% 7,40 8,88 98% 8,10
6.2 KKM 1,40 mi-ge 40% 15,51 21,71 98% 8,10
13.2 KKM 0,80 mi-ge 15% 11,59 9,27 93%
20.2 KKM 2,30 mi-ge 10% 94%
27.2 0,40 mi 96%
6.3 2,00 mi
13.3 2,00 mi-ge 15% 19,89 39,78 96%
20.3 Fv;KM 0,90 mi-ge 15% 9,84 8,86 98%
27.3 KKM 0,70 kl mi-ge 15% 7,55 5,29 97%
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,00 0,00
17.4 KKM 0,20 kl rö 20% 1,69 0,34
24.4 KM 0,00 0,00
30.4 0,30 mi 97%
7.5 2,30 mi 25% 10,46 24,06 97%
14.1 1,60 mi-ge 25% 11,22 17,95 96%
21.5 1,30 mi-ge 98%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 0,50 rö 5% 16,54 8,27 97%
16.1 KKM 0,00 0,00
23.1 KKM 0,10
30.1 1,20 mi 80% 11,48 13,78 96%
6.2 3,00 mi-ge 90% 18,36 55,08 94% 8,40
13.2 3,10 ge-o 70% 11,70 36,27 97% 8,10
20.2 2,20 mi ge-o 60% 19,38 42,64 98%
27.2 2,60 mi-o-rö 55% 14,03 36,48 98%
6.3 3,00 mi-rö 98%
13.3 5,10 mi ge-rö 60% 13,05 66,56 98%
20.3 Fv 2,70 mi-ge 45% 17,15 46,31 97%
27.3 KKM 0,10 rö
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,00 0,00
17.4 KKM 0,60 rö 65% 4,34 2,60
24.4 0,20 rö 98%
30.4 0,50 kl rö 94%
7.5 Fv 0,30 rö 98%
14.5 0,20 rö
Anhang 
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Tab. 60:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 21 (Ringnummer: 383) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
 
Tab. 61:  Messwerttabelle von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 22 (Ringnummer: 386) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-W ert
9.1 9,00 mi-rö 15% 10,71 96,39 99% 8,70
16.1 KKM 5,10 mi-rö 5% 11,48 58,55 94% 8,40
23.1 KKM 5,10 mi-rö 20% 21,93 111,84 97% 8,10
30.1 KKM 5,20 mi-rö 25% 21,42 111,38 98% 8,40
6.2 KKM 5,30 mi 45% 14,54 77,06 98% 8,40
13.2 3,30 mi 70% 15,05 49,67 96% 8,40
20.2 2,20 mi-ge-rö 60% 19,38 42,64 98%
27.2 9,80 mi 5% 16,83 164,93 95%
6.3 5,70 mi 93%
13.3 5,20 mi 65% 17,34 90,17 96%
20.3 Fv 3,50 mi 85% 26,78 93,73 94%
27.3 KKM 0,90 mi-ge-rö 35% 12,65 11,39 96%
3.4 KKM 0,05
10.4 KKM 3,20 kl mi 35% 14,28 45,70 96%
17.4 KM 3,90 mi-rö 85% 11,48 44,77 98%
24.4 2,70 mi-rö 98%
30.4 5,00 mi-rö 97%
7.5 5,70 mi-rö 70% 13,01 74,16 98%
14.5 5,00 mi-rö 97%
21.5 7,20 mi 35% 13,77 99,14 97%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KKM 2,10 dr 20% 5,09 10,69 85% 8,70
16.1 3,20 kl mi 85% 6,12 19,58 99% 8,40
23.1 3,20 kl mi 6,63 21,22
30.1 KöM 2,50 mi-rö 40% 7,14 17,85 96% 8,40
6.2 2,40 kl mi-rö 55% 8,67 20,81 95% 8,10
13.2 1,40 kl mi-rö 75% 3,83 5,36 99% 8,70
20.2 Fv 1,20 rö 55% 5,10 6,12 98%
27.2 1,00 kl mi-rö 5% 2,89 2,89 96%
6.3 Km 1,30 kl mi-ge 4,61 5,99 90%
13.3 KM 1,00 mi-rö 25% 6,33 6,33
20.3 Fv 1,10 kl mi-rö 45% 5,10 5,61 95%
27.3 KKM 0,00 0,00 0,00
3.4 KKM 0,70 kl mi-rö 30% 1,81 1,27
10.4 KM 0,00 0,00
17.4 KKM 0,10 rö 3,99 0,40 93%
24.4 0,70 kl mi 60% 6,16 4,31
30.4 0,00 0,00
7.5 1,80 mi-rö 65% 6,89 12,40 96%
14.5 0,00 0,00
21.5 1,70 kl mi-rö 85% 5,30 9,01
Anhang 
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Tab. 62:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 1 (Ringnummer: 7) im Absamintervall von 
sieben Tagen 
 
Tab. 63:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 2 (Ringnummer: 12) im Absamintervall 
von sieben Tagen 
Datum Bes. u. M auser Volum en(µl) Farbe M otil ität Konz.(10^ 6/µl) Sperm ienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-W ert
9.1 2 ,00 mi-dr 8 ,40
16 .1 KKM 5,00 dr 20% 4,59 22 ,95 94%
23.1 KM 3,00 mi-dr 55% 12 ,75 38 ,25 95% 8,40
30 .1 6 ,00 dr 15% 7,63 45 ,78 95%
6.2 4 ,00 mi-dr 35% 9,18 36 ,72 98% 8,70
13 .2 KKM 3,30 mi-dr 20% 11 ,99 39 ,57 97%
20.2 KKM 2,80 mi-rö 20% 11,73 32 ,84 97% 8,70
27 .2 4 ,60 mi-dr 97%
6.3 4 ,60 mi-dr 94%
13 .3 5 ,70 mi-dr 25% 16 ,07 91 ,60 97%
20.3 KM 6,80 mi-dr 35% 16 ,07 109 ,28 99%
27.3 KKM keine
3.4 Fv;KKM 1,50 mi-dr 85% 7,14 10 ,71 98%
10.4 KKM 1,50 dr 55% 6,12 9,18 97%
17.4 KKM 0,20 mi 96%
24.4 KKM 2,80 dr 65% 16,07 45 ,00 97%
30.4 0 ,30 mi 98%
7.5 3 ,00 dr 15% 5,87 17 ,61 97%
14.5 2 ,20 mi-dr 30% 18 ,36 40 ,39 95%
21.5 2 ,30 mi-rö 98%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KKM 0,20 rö 0,00
16.1 KKM 0,20 kl o 0,00
23.1 KM 0,60 mi-rö 0,00 98% 8,40
30.1 1,10 kl mi 30% 9,21 10,13 97%
6.2 0,80 kl mi-rö 35% 5,06 4,05 94%
13.2 KKM 2,00 kl mi-rö 80% 3,83 7,66 93%
20.2 KKM 0,10 rö 0,00
27.2 KKM 0,20 rö 0,00 96%
6.3 KKM 0,30 kl mi-rö 0,00 97%
13.3 KM 0,80 rö 65% 5,56 4,45 98%
20.3 Fv 0,00 0,00
27.3 KKM 0,30 0,00 97%
3.4 KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,30 rö 0,00
17.4 KKM 0,50 kl rö 0,00
24.4 KM 0,80 kl rö 5% 0,32 0,26
30.4 KM 0,00 0,00
7.5 KM 0,80 mi-rö 85% 5,05 4,04 95%
14.5 1,00 mi-rö 15% 24,13 24,13 96%
21.5 KöM 1,00 kl mi-rö 60% 8,33 8,33
28.5 Fv 0,30 mi-ge 95%
Anhang 
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Tab. 64:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 4 (Ringnummer: 49) im Absamintervall 
von sieben Tagen 
 
Tab. 65:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 5 (Ringnummer: 56) im Absamintervall 
von sieben Tagen 




30.1 KKM 0,20 rö
6.2 KKM 0,00
13.2 KKM 0,00
20.2 KKM 1,00 mi 10% 9,22 9,22 96%
27.2 3,00 mi 98%
6.3 2,50 mi 65% 11,73 29,33 92%
13.3 Fv;KM 0,00
20.3 KKM 0,00




24.4 1,00 mi 98%
30.4 1,80 mi 55% 10,97 19,75
7.5  keine
14.5 3,00 mi-rö 65% 13,77 41,31
21.5 2,50 mi 65% 12,86 32,15 95%
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 1,60 mi-dr 80% 4,34 6,94 93%
16.1 1,80 mi-rö 90% 11,99 21,58 95% 8,10
23.1 1,30 mi-rö 0,00 97% 8,40
30.1 2,00 mi 80% 20,15 40,30 95% 8,10
6.2 2,00 mi-dr 65% 16,58 33,16 97%
13.2 KM 0,00 0,00
20.2 KM 0,30 rö 0,00 96%
27.2 0,80 mi-dr 25% 6,32 5,06 96%
6.3 KM 1,30 mi-o 0,00 94%
13.3 1,90 mi-rö 90% 13,26 25,19 99%
20.3 Fv 2,80 mi 85% 16,07 45,00 97%
27.3 Fv;Km 0,30 kl mi 0,00 96%
3.4 KKM 1,00 kl rö 55% 4,76 4,76 99%
10.4 KKM 0,00 0,00
17.4 KM 0,30 0,00 95%
24.4 KM 1,10 mi-rö 90% 6,79 7,47 94%
30.4 KM 0,60 mi 0,00 98%
7.5 1,30 mi 21,93 28,51 97%
14.5 1,80 mi-rö 90% 6,38 11,48 96%
21.5 15,00 HA 0,00
Anhang 
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Tab. 66:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 6 (Ringnummer: 58) im Absamintervall 
von sieben Tagen 
 
Tab. 67:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 7 (Ringnummer: 83) im Absamintervall 
von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^ 6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KKM 2,80 mi-dr 65% 6,89 19,29 97% 8,70
16.1 KM 4,80 mi-dr 65% 17,85 85,68 98% 8,40
23.1 0,00 0,00
30.1 fehlt
6.2 verloren 0,50 dr
13.2 1,30 rö 55% 6,63 8,62 98%
20.2 KKM 0,00 0,00
27.2 KKM 0,30 rö
6.3 KKM 2,00 dr 96%
13.3 KKM 0,00 0,00
20.3 Fv;KKM 0,00 0,00
27.3 KKM 7,20 mi-dr 55% 2,81 20,23 98%
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 Fv;KKM 0,00 0,00
17.4 KKM 0,00 0,00
24.4 KKM 0,00 0,00
30.4 KKM 0,00 0,00
7.5 KKM 0,00 0,00
14.5 KM 0,00 0,00
21.5 1,30 mi-dr 60% 9,69 12,60
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate
9.1 KKM 0,00 0,00
16.1 KKM 0,00 0,00
23.1 KKM 0,80 rö 0,00 92%
30.1 KKM 1,30 dr 0% 0,64 0,83 94%
6.2 KKM 0,00 0,00
13.2 0,30 dr 0,00
20.2 2,00 mi-rö 55% 6,89 13,78 98%
27.2 0,50 rö 0% 2,02 1,01
6.3 3,80 mi-rö 0,00 98%
13.3 4,30 kl mi-rö 85% 7,40 31,82 99%
20.3 Fv 0,00 0,00
27.3 KKM 0,00 0,00
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,00 0,00
17.4 KKM 0,00 0,00
24.4 1,20 kl mi 85% 0,85 1,02 94%
30.4 KKM 0,00 0,00
7.5 0,30 kl rö 0,00 94%
14.5  0,50 0,00 95%
21.5 1,00 dr 0,00
Anhang 
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Tab. 68:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 8 (Ringnummer: 109) im Absamintervall 
von sieben Tagen 
 
Tab. 69:  Messwerttabelle von Schauwellensittich Nr. 9 (Ringnummer: 1222/1) im 
Absamintervall von sieben Tagen 
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KKM 1,90 rö 65% 0,78 1,48 94%
16.1 KM 4,60 kl mi 35% 7,49 34,45 99%
23.1 KM 4,80 dr 8,59 41,23 99%
30.1 8,00 mi-rö 10% 9,69 77,52 98%
6.2 Fv 6,30 mi-ö 15% 11,48 72,32 97% 8,40
13.2 KM 6,10 mi-rö 45% 18,11 110,47 99% 8,70
20.2 KM 5,30 mi-rö 80% 4,59 24,33 99% 8,40
27.2 KM 2,50 rö 5% 3,57 8,93 94%
6.3 KM 4,50 mi-rö 5,74 25,83 99%
13.3 KM 3,80 mi-rö 50% 7,91 30,06 97%
20.3 Fv 2,70 mi-rö 25% 12,50 33,75 97%
27.3 KKM 0,00 0,00
3.4 KKM 0,00 0,00
10.4 KKM 0,00 0,00
17.4 KKM 1,50 dr 80% 3,57 5,36 93%
24.4 KKM 0,00 0,00
30.4 0,00 0,00
7.5 0,80 kl mi 75% 6,30 5,04
14.5 0,00 0,00
Datum Bes. u. Mauser Volumen(µl) Farbe Motilität Konz.(10^6/µl) Spermienges.(x10^6) Lebend-Rate pH-Wert
9.1 KM 8,00 kl mi 10% 2,59 20,72 95% 8,40
16.1 1,80 kl mi 50% 2,02 3,64 92% 8,10
23.1 0,80 0,00 99% 8,70
30.1 verloren 0,00
6.2 1,30 kl rö 10% 3,68 4,78 98%
13.2 KKM 0,00
20.2 KKM 5,60 kl mi 10% 3,83 21,45 98% 8,10
27.2 KKM 7,20 kl mi 5% 4,85 34,92 94%
6.3 KKM 0,30 kl mi-rö 0,00 95%
13.3 3,50 kl mi-ge 30% 3,57 12,50 95%
20.3 0,00
27.3 KKM 1,20 rö 20% 2,30 2,76 97%
3.4 Fv;KKM 0,00 0,00
10.4 KM 6,50 kl mi 60% 3,06 19,89 96%
17.4 KM 3,20 kl mi 40% 6,38 20,42 94%





28.5 KM  
Anhang 
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mit Drc leicht über Drc deutlich über Drc
1 2 3
2/3 in Drc mit Aie leicht in Drm 1/4 in Drm 1/3 in Drm 2/3 in Drm 1/2 in Drm




















 XXXVII  
Tab.71:  Messwerttabelle Endoskopie - Anfang - 
Ringnr. Volumen T-2(µl) Farbe T-2 Volumen T 0(µl) Farbe T 0 Aktivitätsrang Kraniale Grenze Kaudale Grenze
393 3,4 0,4 mi 1 2 1
1 leere Ej 0 0 0 0
174 1,9 3,7 mi 3 1 4
258 0,1 0 0 0 3
291 leere Ej 0 0 0 2
218 2,5 2,2 mi-rö 2 1 4
287 1,5 2,3 ge 3 1 1
263 1,3 0,1 1 0 2
354 1 0 0 2 3
360 0,2 0,1 rö 1 0 2
350 2 1,9 mi-rö 2 1 3
318 0,7 0,3 kl 1 0 2
386 1,3 mi-o 1,8 mi-dr 2 0
2 0,2 o-kl 0 0 0 1
221 1 mi 1,2 mi 3 0 0
261 leere Ej 0 0 0 0
322 4,1 mi 2,5 mi 2 1 3
340 0,2 mi-o 0,1 rö 1 0 0
12 0,1  0 0 2 0
21 1,2 mi-rö 3,9 mi 4
83 1 kl mi-o 0,4 mi-rö 2 0 3
1222/2 0,2 rö 0 0 0 2
56 2 mi-rö 1,3 mi 2 0 4
49 leere Ej 0 0 0 2
 1222/1 0,3 keine Ej! mi 0 kl mi-rö 2 1 3
109 2,9 kl mi-rö 1,3 kl mi 1 1 2
7 1 mi-rö 1 kl mi 1 1 4
287 leere Ej 0 0 2 2
287 leere Ej 0 0 2 2
375 0,2 0,3 mi 1
745 0,4 kl mi 0,3 kl mi 2
263 0,4 kl mi 0,4 1
1 0 0 0
404 3,5 mi 0,3 mi-rö 1
353 1 mi 0,2 1
258 0 0 0
316 2,3 mi-ge 1,1 1
426 1 mi 0,6 mi 1
308 1 mi 1,3 4
Anhang 
 XXXVIII  
Tab. 71:  Messwerttabelle Endoskopie - Ende - 
Farbe Gefäßzeichnung Schlängelung DD Füllung DD Füllungsfarbe DD Mauser Ringnr.
1 2 1 2 0 KKM 393
3 1 3 3 2 1
3 1 3 3 2 174
3 3 1 2 0 KM 258
1 3 3 2 0 291
1 2 3 3 2 218
3 1 3 3 1 Fv 287
3 3 2 1 0 KM 263
1 2 2 1 0 354
2 3 1 2 2 KM 360
3 2 3 3 2 350
2 3 2 1 0 KM 318
3 2 3 3 2 KM 386
2 2 2 2 0 2
2 3 3 3 2 221
2 2 2 2 0 KKM 261
3 2 3 3 2 322
1 2 1 1 0 340
1 2 2 1 1 Fv 12
3 3 1 2 1 1 21
2 1 2 2 0 KM;Fv 83
2 3 1 1 1 KM 1222/2
3 2 3 3 2 0 56
1 2 2 1 0 KKM 49
3 2 3 3 1 KKM  1222/1
3 3 3 2 1 KKM 109
3 3 3 3 2 KM 7
2 2 2 1 KKM 287













 XXXIX  
Tab. 72: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 8 
(Ringnummer: 258) - Anfang - 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopffluren KOpf1 Brust- Bauchfluren Flügel Schwanz
26.3
28.3 0,10 1 rö l 1 j
30.3 0,30 2 rö l 1 j
2.4 0,00 0 k 1 j
4.4 0,40 2 rö l 1 j
6.4 0,00 0 l 1 j
9.4 0,00 0
11.4 0,00 0
18.4 0,00 0 k
20.4 0,00 0 k
23.4 0,00 0 k 1 k j
25.4 0,00 0 k 1 l j
27.4 0,60 3 kl o-rö k 1 l j j
30.4 0,00 0 l 1 l j j
7.5 0,00 0 j
9.5 0,00 0
11.5 0,20 1 kl  
14.5 0,00 0
16.5 0,80 3 kl mi
18.5 0,80 3 kl mi
21.5 0,80 3 mi
23.5 0,30 2 mi
25.5 0,30 2 kl mi
28.5 0,20 1 kl mi
30.5 0,00 0
1.6 0,00 0
5.6 0,00 0 f
6.6 0,00 0 k 1
8.6 0,00 0 k 1
11.6 0,00 0 l 1
13.6 0,00 0 l 1
15.6 0,00 0








 XL  
Tab. 72: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 8 





M Rang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen sonstige sonstige abgeknickt deformiert Spermien
0
4 na
4 5 3 1 1  190
4












0 20 4 1 4 171
0
0 10 1 189
0 4 5 1 2 188
0 15 2 1 183
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Tab. 73: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 14 
(Ringnummer: 316) - Anfang - 
 
Mauserstatus
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopfluren Brust- Bauchfluren Flügel Schwanz Mauserrang
26.3 5,2 3 kl mi-rö 0
28.3 8,0 4 kl mi Fv 0
30.3 1,5 2 kl mi 0
2.4 0,3 1 mi 0
4.4 1,5 2 mi 0
6.4 4,0 3 mi 0
9.4 3,5 3 kl mi 0
11.4 2,3 2 mi 0
18.4 3,5 3 mi 0
20.4 0,6 1 mi 0
23.4 1,3 1 mi j 2
25.4 1,8 2 mi j 2
27.4 3,0 3 mi j 2
30.4 3,0 3 kl mi j 2
7.5 4,0 3 mi ks j 3
9.5 5,8 3 mi ks j 3
11.5 4,3 3 mi ks j 3
14.5 7,5 4 kl mi ks j 3
16.5 2,8 2 mi ls 1
18.5 10,0 4 kl mi 0
21.5 6,2 4 kl mi 0
23.5 7,2 4 mi 0
25.5 1,0 1 mi-rö j 3
28.5 1,7 2 mi-rö 0
30.5 2,2 2 mi 0
1.6 2,0 2 mi-rö k 1
5.6 0,0 0 k k j 7
6.6 0,0 0 k k j 7
8.6 0,5 1 dr ls l j 7
11.6 0,0 0 k j 3
13.6 0,0 0 ls k j 7
15.6 1,0 1 kl ls k j j 10
18.6 0,3 1 ls l j j 10
20.6 0,2 1 kl ls j j 6
22.6 0,0 0 k j j 6
25.6 1,5 2 dr ls j j 6
27.6 1,6 2 kl ge j 2
29.6 0,7 1 mi j 2
Anhang 
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Tab. 73: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 14 
(Ringnummer: 316) - Ende - 
 
abweichende Zellm orphologie unveränderte
Kopf Mittelstück Schwanz
Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasm atropfen sonstige sonstige abgeknickt deform iert Sperm ien
0 1 3 1 195
0 1 2 2 193
0 1 16 8 175
0 5 21 174
0 1 3 1 1 192
0 3 7 8 1 181
0 9 3 4 3 181
0 3 14 10 1 172
0 24 1 2 172
0 3 1 1 195
2 25 4 2 169
2 16 2 10 172
2 8 1 1 190
2 24 2 1 18 155
3 16 1 14 4 165
3 6 3 4 187
3 8 2 190
3 2 29 1 168
1 6 194
0 6 8 186




0 10 1 5 0 184










6 30 2 1 6 1 160
2 24 1 175
2 5 7 187
0 5 1 2 193
Anhang 
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Tab. 74: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 20 
(Ringnummer: 375) - Anfang - 
 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopffluren Brust- Bauch Flügel Schwanz Mauserrang
26. Mrz 7,20 3 mi l F j 4
28. Mrz 7,80 3 kl l l j 8
30. Mrz ? ? l l j 8
02. Apr 4,00 2 mi l l j 8
04. Apr 6,30 3 mi l l j 8
06. Apr 1,00 1 mi l l j 8
09. Apr 2,10 2 mi 0
11. Apr 4,20 3 mi 0
18. Apr 4,50 3 mi 0
20. Apr 4,00 2 mi 0
23. Apr 1,00 1 mi F F 0
25. Apr 8,50 4 kl mi 0
27. Apr 6,30 3 kl mi k 1
30. Apr 1,00 1 mi k 1
07. Mai 4,20 3 mi-rö k 1
09. Mai 8,50 4 mi l 1
11. Mai 3,00 2 mi l 1
14. Mai 1,10 1 mi-rö l k 5
16. Mai 6,40 3 mi l 1
18. Mai 1,50 1 mi l 1
21. Mai 11,20 4 kl mi l 1
23. Mai 5,50 3 mi l 1
25. Mai 0,20 1 kl l 1
28. Mai 7,50 3 kl mi l 1
30. Mai 7,70 3 mi 0
01. Jun 6,00 3 kl mi l 1
05. Jun 7,20 3 mi-rö l 1
06. Jun 1,20 1 mi F 0
08. Jun 1,00 1 mi k l 5
11. Jun 0,50 1 mi k 1
13. Jun 1,50 1 kl mi-rö k 1
15. Jun 0,00 0 k k j 7
18. Jun 0 0 k l j 7
20. Jun 0,2 1 rö l l j 7
22. Jun 0 0 l l j 7
25. Jun 0 0 l l j 7
27. Jun 0 0 l l 5
29. Jun 1,3 1 k 1
02. Jul HA 0
Anhang 
 XLIV  
Tab. 74: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 20 




Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen sonstige sonstige abgeknickt deformiert Spermien
4 1 4 5 5 184
8 1 1 3 1 194
8 4 1 195
8 2 1 4 193
8 1 1 5 1 192
8 2 3 7 188
0 1 1 198
0 6 3 2 3 1 185
0 5 3 8 181
0 10 3 187
0 8 2 7 1 182
0 6 3 3 188
1 9 1 1 189
1 1 5 1 5 188
1 13 1 2 183
1 5 1 2 4 187
1 2 1 1 1 194
5 14 1 185
1 4 1 1 1 193
1 1 2 2 195
1 7 2 3 188
1 1 2 1 196
1
1
0 1 1 4 193
1 9 3 9 2 177
1 11 2 187
0 3 1 1 195
5 8 192
1 8 2 190
1 5 4 2 189
7
7




1 1 1 1 189
0
Anhang 
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Tab. 75: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 24 
(Ringnummer: 404) - Anfang - 
 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopffluren Brust- Bauch Flügel Schwanz Mauserrang
26.3 1,20 1 mi-rö 0
28.3 8,00 4 kl mi 0
30.3 2,10 2 mi-rö 0
2.4 5,00 3 mi 0
4.4 6,50 3 mi 0
6.4 3,80 3 mi-rö 0
9.4 3,20 2 mi 0
11.4 4,20 3 mi 0
18.4 1,90 2 mi-rö F;k F;k 5
20.4 1,00 1 mi-rö k F;k j 8
23.4 0,30 1 mi-rö F;k k j j 10
25.4 0,00 0 l l j j 10
27.4 0,00 0 l l j j 10
30.4 0,00 0 k F j j 6
7.5 5,20 3 mi j 2
9.5 5,80 3 mi j 2
11.5 5,10 3 i j 2
14.5 5,00 3 mi j 2
16.5 3,90 3 mi j 2
18.5 7,20 4 mi 0
21.5 1,80 2 mi 0
23.5 4,00 3 mi 0
25.5 6,00 3 HA; kl 0
28.5 8,50 4 mi 0
30.5 6,20 3 mi l 4
1.6 6,10 3 mi l 4
5.6 2,50 2 kl mi F 0
6.6 0,80 1 mi l j 4
8.6 0,00 0 l j 4
11.6 0,50 1 kl  l j j 6
13.6 0,00 0 l j j 6
15.6 0,20 1 mi l k j j 10
18.6 0,6 1 kl mi-rö l j j 6
20.6 0,6 1 mi l j j 6
22.6 1,3 1 mi l j 4
25.6 2 2 mi-rö 0
27.6 5,2 3 mi 0
29.6 4 3 mi 0
2.7 4,2 3 mi 0
Anhang 
 XLVI  
Tab. 75: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 24 




Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen sonstige sonstige abgeknickt deformiert Spermien
0 1 1 1 5 189
0 na
0 1 4 1 1 193
0 na
0 7 2 4 3 184
0 4 4 2 2 1 187
0 9 2 3 1 185
0 3 2 5 3 1 186
5 1 1 2 2 194
8 24 7 1 2 3 162




2 2 2 5 191
2 2 2   4 4 188
2 7 3 3 2 185
2 5 1 194
2 11 2 187
0 1 7 1 191
0 17 183
0 5 6 189
0
0
4 14 2 5 179
4 20 3 177
0 23 1 176
4 14 186
4
6 8 2 190
6
10 19 1 1 179
6 22 1 1 176
6 6 6 1 1 2 4 181
4 9 2 189
0 6 5 1 188
0 3 3 4 190
0 5 2 193
0 3 2 195
Anhang 
 XLVII  
Tab. 76: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 29 
(Ringnummer: 353) - Anfang - 
 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopf Brust- Bauch Flügel Schwanz Mauserrang
26.3 ? KA k F;l j 8
28.3 0,00 0 k k j j 10
30.3 0,00 0 k k j j 10
2.4 0,40 1 mi l l j j 10
4.4 ? KA l l j j 10
6.4 0,00 0 KA l F;l j j 10
9.4 1,80 3 kl mi l l j j 10
11.4 leer l k j j 10
18.4 0,00 0 dr k k 5
20.4 0,00 0 kl mi k l 5
23.4 6,30 2 kl  l l 5
25.4 ? 0 KA k k 5
27.4 ? 0 KA k 1
30.4 0,50 2 mi l 1
7.5 ? 0 KA 0
9.5 3,00 3 mi 0
11.5 1,20 2 mi 0
14.5 3,00 2 kl mi 0
16.5 ? KA 0
18.5 1,20 2 mi 0
21.5 1,50 2 mi 0
23.5 0,50 0 kl mi 0
25.5 0,70 1 mi 0
28.5 1,10 2 mi 0
30.5 0 HA 0
1.6 0,30 1 mi 0
5.6 2,00 1 kl mi 0
6.6 0,00 0 0
8.6 0,20 1 mi 0
11.6 0,00 0 0
13.6 0,10 1 mi 0
15.6 0,00 0 0
18.6 5,00 1 kl;Ha 0
20.6 4,8 1 kl;HA 0
22.6 0 0 0
25.6 0 0 HA 0
27.6 0 0 HA 0
29.6 0 0 HA 0
2.7 0,5 1 mi 0
Anhang 
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Tab. 76: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 29 




Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen abgelöst sonstige abgeknickt deformiert Spermien
8 16 12 8 164
10
10
10 1 1 5 4 2 6 181
10
10
10 3 4 1 5 187
10
5
5 13 3 5 1 1 177
5 12 6 182
5
1
1 12 4 1 7 3 174
0
0 3 1 4 191
0 2 4 1 193
0 2 11 187
0
0 2 1 5 3 189
0 9 1 1 189
0 13 3 1 1 1 181
0
0 12 1 2 1 1 183
0
0 17 3 2 4 174
0 16 4 180
0
0 32 2 166
0
0 14 2 184
0
0 10 190






 XLIX  
Tab. 77: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 30 
(Ringnummer: 426) - Anfang - 
 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopfluren Brust- Bauch Flügel Schwanz Mauserrang
26.3 1 2 mi sk 1
28.3 1,7 3 mi sk Fv j 3
30.3 0 0 sk 1
2.4 HA 0
4.4 1,4 3 mi 0
6.4 0,2 1 kl mi sk Fv 1
9.4 0 0 sk sk 5
11.4 0,3 1 mi sl sk 5
18.4 0 0 sl Fv;sk j j 10
20.4 0 0 sl sk j j 10
23.4 0 0 sl sk j j 10
25.4 0 0 sl sk j j 10
27.4 0 0 sl sk j j 10
30.4 0 0 sl sl j j 10
7.5 0 0 sl sl j j 10
9.5 0 0 sl j j 9
11.5 0 0 sl j j 9
14.5 0 0 sl j j 9
16.5 0 0 sl j j 9
18.5 0,2 1 sl j j 9
21.5 0 0 0
23.5 0,3 1 mi 0
25.5 0,00 0 j 3
28.5 1,90 3 j j 5
30.5 3,00 4 kl mi j j 5
1.6 2,40 3 kl mi j 2
5.6 2,40 3 kl mi 0
6.6 0,80 2 mi-rö 0
8.6 0,20 1 mi-rö 0
11.6 1,60 3 mi 0
13.6 1,10 2 mi 0
15.6 2,50 3 HA 0
18.6 0,50 1 kl mi 0
20.6 0,6 1 mi-rö 0
22.6 0 0 0
25.6 0,8 2 mi-rö 0
27.6 3,8 4 kl mi 0
29.6 1 2 kl mi 0
2.7 0,6 1 mi 0
Anhang 
 L  
Tab. 77: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 30 




Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen sonstige sonstige abgeknickt deformiert Spermien
1 2 1 3 11 183
3 1 1 1 6 191
1
0
0 4 1 195
1 2 8 1 4 1 6 178
5

















5 1 158 41
2 13 2 1 6 178
0 8 1 2 188




0 9 3 188
0 31 169
0 5 1 194
0
0 5 2 1 4 188
0 1 1 1 13 184
0 4 1 7 188
0 6 194
Anhang 
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Tab. 78: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 31 
(Ringnummer: 754) - Anfang - 
 
Mauser- status
Datum Volumen(µl) Volumenrang Farbe Kopfluren Brust- Bauch R2 Flügel Schwanz Mauserrang
26.3 0,10 1 dr sl Fv j 3
28.3 0,40 2 rö sl sk 2 j j 10
30.3 0,30 2 kl rö sl sk 2 j j 10
2.4 0,00 0 sl sk 2 j j 10
4.4 0,00 0 sl sl 2 j j 10
6.4 0,00 0 sl sl 2 j j 10
9.4 0,00 0 sl sl 2 j j 10
11.4 0,00 0 sl sl 2 j 7
18.4 0,30 2 kl  sl sl 2 j 7
20.4 0,00 0 sl sl 2 j 7
23.4 0,00 0 sl sl 2 j 7
25.4 0,00 0 sl sl 2 j j 10
27.4 0,00 0 sl ks 2 j j 10
30.4 0,00 0 sl sl 2 j j 10
7.5 0,30 2 kl sl Fv;sl 2 j j 10
9.5 0,80 3 kl ks j 3
11.5 1,00 3 rö sl sl 2 j 7
14.5 0,20 1 kl rö sl sl 2 j 7
16.5 0,00 0 sl l 1
18.5 0,30 2 kl rö sl sl 2 5
21.5 0,00 0 sl 1
23.5 0,30 2 rö sl j 4
25.5 0,60 3 dr l j 4
28.5 0,00 0 0
30.5 0,00 0 0
1.6 0,00 0 0
5.6 0,50 2 kl ge l 1
6.6 1,00 3 kl ge l 1
8.6 0,00 0 l 1
11.6 1,10 4 kl 0
13.6 0,60 3 kl mi 0
15.6 0,30 2 kl l 1
18.6 0,5 2 kl mi-rö 0
20.6 1,2 4 kl 0
22.6 0,6 3 kl rö 0
25.6 0 0 0
27.6 0,7 3 0
29.6 0 KA 0
2.7 0,2 1 dr 0
Anhang 
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Tab. 78: Ejakulatvolumen und Mauserstatus von Vermehrungszuchtwellensittich Nr. 31 





Mauserrang verkürzt abgeknickt Plasmatropfen sonstige sonstige abgeknickt deformiert Spermien
3
10 2 14 4 6 174












10 13 4 2 3 5 13 160




5 12 22 18 3 145
1
4 11 8 1 180




1 39 1 160




1 13 2 185
0 31 169
0 na
0 8 5 1 11 5 170
0
0 24 3 1 1 170
0
0 36 20 154
Anhang 
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Abb. 28: Endoskopische Darstellung eines inaktiven Hodens (Ejakulatvolumen: 0 – 50 % von x ) 
Abbildung des kranialen Bereichs: 1 Testis mit 1’ Lot auf die 2’ Nierenlängsachse; 
2 Div. renalis cranialis; 3 Pulmo; 4 Glandula adrenalis mit 4’ A. adrenalis 





Abb. 29: Endoskopische Darstellung eines inaktiven Hodens (Ejak
Abbildung des kaudalen Bereichs: 1 Testis mit 1’ Lot auf die 3’ Nier
3 Ren; 4 A. iliaca externa; 5 Ureter; 6 Intestinum 




ulatvolumen: 0 – 50 % von x ) 
enlängsachse; 2 Ductus deferens; 
crassum 
 der A. iliaca externa;  
1’ 
Anhang 





Abb. 30: Unterschiedliche Ausprägung der Darstellung des Samenleiters  
1 Ductus deferens; 2 Ureter 
a inaktiver Hoden (Ejakulatsvolumen: 0 – 50 % von x : Ansae ductus deferentes gering ausgebildet 
und kaum gefüllt) 
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